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Le microalghe possiedono un enorme potenziale per sostenere in modo sostenibile la produzione di 
carburanti alternativi e di bio-intermedi o bio-prodotti. Ciò nonostante, le difficoltà riscontrate nello 
sviluppo di un processo a biomassa algale economicamente competitivo, insite nell’individuazione 
della specie microalgale più indicata e nella capacità attuale di ottimizzare quei fattori che 
influenzano la crescita,  richiedono ancora un’intensa attività di ricerca. Modelli matematici 
affidabili potrebbero essere di supporto per simulare ed ottimizzare il comportamento delle 
microalghe in sistemi di coltivazione industriale. Tuttavia il loro sviluppo ed identificazione 
richiede dati sperimentali numerosi e spesso di difficile ottenimento. Rispetto ai classici sistemi 
utilizzati, l’impiego di tecnologie in microscala permette di accelerare l’analisi sperimentale 
consentendo di raccogliere in poco tempo e in condizioni perfettamente controllate un grande 
numero di dati. 
In questo lavoro si descrive la preparazione di un micro-fotobioreattore di nuova generazione e lo 
sviluppo di una metodologia rapida ed affidabile di monitoraggio della crescita. La flessibilità con 
cui il microsistema si presta all’analisi sperimentale è dimostrata nella possibilità di condurre e 
monitorare la crescita di Nannochloropsis gaditana a differenti intensità luminose riuscendo anche 
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Già nell’antichità le microalghe venivano sfruttate per le loro proprietà e, nel corso dell’ultimo 
decennio, hanno trovato mercato anche nel mondo dell’industria ed in particolare nel settore 
nutraceutico, farmaceutico, cosmetico e, anche se in modo nettamente inferiore, in quello 
energetico. Nonostante infatti le microalghe presentino una serie di vantaggi, soprattutto in termini 
di sostenibilità ambientale, i costi di produzione dei combustibili ottenibili (ad esempio, biodiesel) 
sono ancora troppo elevati.  
La fotosintesi microalgale è molto simile a quella delle piante superiori ma hanno la capacità di 
saper sfruttare (convertire) meglio l’energia solare e, vivendo in ambiente acquoso, riescono ad 
utilizzare più efficientemente l’acqua ed i nutrienti. Inoltre, in condizioni di stress derivante da 
carenza di sostanze azotate, il loro metabolismo tende ad accumulare lipidi come fonte di energia. 
Tali lipidi possono essere estratti e destinati ad usi energetici come accade alla produzione del 
biodiesel una volta che questi vengono transesterificati. 
Lo studio del comportamento alla luce effettuato sulle microalghe presenta alcune complessità 
sperimentali per via di fenomeni di ombreggiamento presenti su qualunque scala sperimentale. 
Questa tesi, attraverso  l’utilizzo di microsistemi, si prefigge di trovare una strategia concreta di 
analisi concorrente ai metodi classici per comprendere il comportamento di una microalga 
(Nannochloropsis gaditana) posta in condizioni di crescita ideali in cui poter analizzare l’effetto 
della luce senza il verificarsi di fenomeni di disturbo. 
Il microsistema sfruttato in questo lavoro è un microfotobioreattore e differisce dai sistemi di 
crescita tipicamente impiegati in laboratorio sia per dimensioni sia per modalità di funzionamento. 
In esso sono presenti 45 pozzetti (o camere di crescita) distribuiti su tre sezioni di 3 colonne per 5 
righe di pozzetti in una superficie complessiva di circa 35 cm2 e spessore di circa 0.5 cm. I pozzetti 
alle estremità di ciascuna colonna sono collegati rispettivamente a due canali di alimentazione i 
quali vengono attivati nel caso si voglia condurre le prove in condizione di flusso; inoltre, la 
presenza di ulteriori canali tra i pozzetti di ogni singola riga permettono il collegamento tra loro.  
Questa particolare configurazione strutturale evita di sottoporre il microorganismo a stress derivanti 
da variazioni locali delle condizioni di crescita, in particolare quando si deve operare in regime di 
flusso, mentre le proprietà ottiche e chimico-fisiche del materiale con il quale esso viene fabbricato 
apportano vantaggi legati all’apporto di energia luminosa e al trasferimento della CO2. 
Nel Capitolo 1 di questo lavoro saranno discusse applicazioni e tipologie di microsistemi nella 
ricerca sperimentale con particolare riferimento alla coltivazione di microalghe. 
Nel Capitolo 2 si descriveranno in dettaglio le caratteristiche fisiche e fluidodinamiche del sistema 
che si è impiegato.  
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Nel Capitolo 3, si descriverà la microalga considerata, si fornirà una panoramica sugli aspetti 
fotosintetici che si sono sfruttati per il raggiungimento degli obiettivi del lavoro e si enunceranno le 
varie problematiche tecniche e relative soluzioni per implementare il microsistema ai fini desiderati. 
Nel Capitolo 4 si descriveranno in dettaglio le strategie ed i protocolli utilizzati per il monitoraggio 
della crescita.  
Il Capitolo 5 si focalizzerà nella presentazione dei risultati ottenuti.  
Il confronto delle casistiche considerate e l’estrapolazione delle informazioni desiderate dai risultati 
sono raccolte nel Capitolo 6.  
Il Capitolo 7 è stato riservato alla configurazione del microsistema in condizioni di flusso. 
 






In questo capitolo si vuole porre particolare attenzione alla tipologia di sistemi utilizzati facendo 
anche riferimento a pubblicazioni precedenti ottenute in diversi campi applicativi. Enunceremo gli 





1.1 Microsistemi in opera 
L’utilizzo dei microsistemi in tema di analisi sperimentale è una strategia che può spaziare in molti 
settori in ambito scientifico e che sta catturando l’interesse di molti viste le potenzialità che si 
possono ottenere.  
Sono stati condotti lavori in ambito biomedico e biologico ma non è da escludere, in un prossimo 
futuro, una espansione anche in altre ambiti. 
L’applicazione di microsistemi come metodo di analisi sperimentale necessita tuttavia una 
conoscenza di tipo fluidodinamico. La scienza che studia il moto dei fluidi su microscala è definita 
“Microfluidica”, e presenta evidenze che differiscono notevolmente da quelle su macroscala alle 
quali siamo più tipicamente abituati nella visione “classica” dell’Ingegneria Chimica e di Processo.  
Una delle particolarità caratterizzanti la fluidodinamica su microscala, ad esempio, è il fatto che il 
flusso in questi sistemi è di tipo laminare. Il vasto lavoro condotto da Squires e Quake (2005), nel 
quale si sfruttano i numeri adimensionali (Re, Pe, Ca, Gr, Ra, Kn), fornisce un’analisi su come la 
fluidodinamica vada ad influire sul trasferimento di quantità di moto e materia in questi sistemi e 
anche sugli eventuali effetti del materiale polimerico usato per la fabbricazione. In base all’oggetto 
di studio da analizzare è possibile progettare il microsistema con opportuni componenti come 
valvole, mixer e pompe che possono essere attivi o passivi (a seconda che necessitino o meno 
energia dall’esterno). Questo accompagnato con la fattibilità pratica di raggiungere simili obiettivi 
come si può intuire dal lavoro condotto da Beebe et al. (2004).  
Esempi di letteratura in cui tali sistemi sono stati applicati, riportano che attraverso microsistemi in 
continuo si è riusciti a verificare, variando le condizioni del mezzo di crescita e mantenendo 
controllate le condizioni ambientali, lo sviluppo temporale della lunghezza ed orientazione delle 
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 (a) (b) 
Figura 1.1  a) viene illustrato il sistema costituito da 8 compartimenti di crescita collegati 
con microcanali per il controllo delle condizioni di crescita; nella figura questi canali si sono 
voluti mostrare mediante iniezione di sostanze colorate (A); nella figura sottostante (B) gli 8 
compartimenti con Arabidopsis in crescita con illustrate (in C) le radici delle piante in esame 
(C); si nota come abbiano lunghezze e disposizione spaziale differente a seconda delle 
condizioni con cui si sono volute far crescere in ciascun compartimento.  
b) si sono voluti rappresentare graficamente alcuni risultati ottenuti come la lunghezza (A) e 
la velocità di crescita delle radici (B) al variare delle condizioni del substrato di crescita 
(naturale, con glucosio, con gallarosio); mentre in basso un’immagine di fluorescenza delle 
radici (D) a vari istanti di tempo e al variare delle condizioni dell’ambiente di crescita. 
Attraverso una progettazione differente di un microsistema è invece possibile condurre analisi in 
modalità discontinua. Ad esempio, il lavoro presentato da Pan et al. (2011) ha permesso il 
monitoraggio della crescita microalgale di Chlamydomonas reinhardtii, Chlorella vulgaris e 
Dunaliella tertiolecta in microgocce al variare delle condizioni dell’ambiente di crescita (pH, 
salinità e contenuto iniziale di azoto come nitrato) a partire da una sospensione microalgale 
successivamente ridimensionata in microvolumi mediante iniezione di olio che funge anche da 

















Figura 1.2 In a) rappresentazione di come vengono formate le microgocce: la sospensione 
microalgale viene iniettata perpendicolarmente ad un flusso di olio (insolubile nell’ambiente 
di crescita) e successivamente trascinata in una riserva di stoccaggio dove vengono 
monitorate. In b) ingrandimento delle microgocce stoccate ad istanti di tempo differenti. 
Sempre in una conduzione della crescita in modalità batch, il lavoro di H. Au et al. (2011) si 
concentra molto sulla capacità del microsistema di mantenere omogeneizzato il volume di crescita 
mediante una miscelazione indotta da un campo elettromagnetico variabile nel tempo. L’analisi di 
crescita veniva osservata invece da microgocce provenienti dalla madre in un elettrodo a forma di L 
nel quale si effettuavano misure di assorbanza. L’analisi è stata condotta su: batterio (E. Coli), alga 
(C. Cryptica) e lievito (S. Cerevisiae).  
 
 
Figura 1.3 Schematizzazione del microreattore BAY progettato per monitorare la crescita di 
microorganismi verificandola su batteri, alghe e lieviti. Si nota la zona miscelata dove è 
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Lavoro differente invece viene proposto da Soo Kim et al. (2014) dove la crescita microalgale di 
Botryococcus braunii, accompagnata da una rilevazione sulla produzione di lipidi, viene condotta 
apportando continuamente nutrienti alle cellule. In questo lavoro è anche possibile notare la 
capacità dei microsistemi di poter essere destinati ad usi differenti: dal controllo dell’intensità 




Figura 1.4 A) l’immagine schematizza come il sistema è stato pensato al fine di riuscire a 
modificare e controllare le condizioni di luce in ciascun compartimento. Il layer destinato al 
monitoraggio della crescita è costituito da 64 compartimenti, a dimostrazione anche 
dell’elevato numero di output che è possibile ottenere con questi sistemi. B) e C) un 
ingrandimento su un singolo compartimento di crescita e sulla trappola utilizzata per 
bloccare inizialmente le microalghe. 
 
Nel campo biomedico invece un’interessante configurazione di microsistema è stata proposta da 
Cimetta et al. (2013). In questo lavoro gli autori sfruttano la capacità del microbioreattore di 
raggiungere uno stato stazionario caratterizzato dallo stabilirsi di un gradiente di concentrazione 
nella zona dedita alla coltura dei campioni biologici. Ciascun compartimento (o pozzetto) sarà così 
caratterizzato da una diversa composizione dell’ambiente solubile, ed esporrà quindi le cellule in 
esso contenute a stimoli differenti. Nello specifico, sono stati valutati gli effetti di diversi cocktails 
di fattori di crescita sul differenziamento in senso mesodermico di cellule staminali embrionali e 
pluripotenti indotte umane (hESCs e hiPSCs). 
 
 




Figura 1.5 A) e C) immagini SolidWorks ® indicanti rispettivamente il dispositivo utilizzato e 
la struttura per contenerlo. B) e D) sono rispettivamente le fotografie del dispositivo con 
tracciante colorato per evidenziare le caratteristiche fluidodinamiche e il dispositivo 
assemblato. 
 
1.2 Oggetto di studio: microalghe 
Ciò che emerge dall’operato finora svolto con i microsistemi è che essi, pensati e configurati nel 
modo opportuno, possono prestarsi all’analisi sperimentale in diversi campi.  
In questo lavoro l’attenzione è rivolta al campo biologico ed in particolar modo alle microalghe. 
In generale, le microalghe sono microorganismi unicellulari; la loro fotosintesi è simile a quella 
delle piante superiori, ma esse sono generalmente più efficienti delle piante nel convertire l’energia 
solare. Crescendo in mezzi acquosi, esse utilizzano in maniera efficiente l’acqua, la CO2 ed i 
nutrienti.  
Le microalghe possono essere fotoautotrofe, eterotrofe, o mixotrofe.  
Le microalghe autotrofe utilizzano la radiazione solare per convertire l’H2O e la CO2 in O2 e 
zuccheri. Esse sono in grado di fissare efficientemente la CO2 da diverse fonti, tra cui l'atmosfera, i 
carbonati solubili e i gas di scarico industriali.  
Le microalghe eterotrofe invece sono sprovviste di apparato fotosintetico e quindi non posseggono 
pigmenti fotosintetici. Queste vivono sottraendo e trasformando in energia le sostanze elaborate da 
piante o animali (parassiti) o ricavando le sostanze dalla decomposizione di altri organismi 
(saprofiti). 
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Restringendo il campo sulle microalghe fotoautrotrofe, le variabili che più influenzano la loro 
riproduzione sono: temperatura, pH, concentrazione dei nutrienti, CO2 ed irraggimento. 
Mentre le prime variabili risultano essere controllabili con una certa facilità, ciò non si può dire 
riguardo all’irraggiamento inteso come la capacità che un sistema può avere nel garantire uno stesso 
flusso luminoso a ciascuna cellula microalgale al fine che esse possano svolgere le loro funzioni 
fotosintetiche allo stesso modo. La maggior parte dei sistemi di produzione di microalghe, la 
sospensione è in movimento. Tuttavia questa omogeneizzazione nel volume di crescita comporta 
l’impossibilità attuale di apportare uniformemente energia luminosa nelle zone più interne al 
volume di crescita per effetto dell’ombreggiamento. 
Nei sistemi di crescita attuali più efficienti come i fotobioreattori (a piastre o tubi) l’idea è quella di 
limitare le zone oscure più interne al volume di crescita e quindi sono solitamente pensati aventi un 
rapporto lunghezza/sezione più alto possibile in compromesso con la produttività e il mantenimento 




Figura 1.6 Sistemi industriali impiegati attualmente per la crescita microalgale. Notare le 
varie configurazioni al fine di ottimizzare l’apporto di luce. 
 
Questa difficoltà pratica che si ha nel garantire un’uniformità di luce nel volume di crescita rende 
difficoltoso anche poter studiare il comportamento alla luce di questi organismi e per questo motivo 
è necessario trovare una strategia alternativa di analisi. 
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1.3 Obiettivi della tesi 
Con questo lavoro si vuole studiare la crescita microalgale all’interno di microsistemi e 
possibilmente ottenere informazioni del loro comportamento ad intensità di luce differente e per 
raggiungere questo obiettivo si è voluto adoperare il microsistema utilizzato da Cimetta el al. (2013) 
per le cellule staminali.  
Ciò che emerge dai lavori finora effettuato sfruttando microsistemi è come nel sistema in Figura 1.4 
le microalghe intrappolate nei singoli compartimenti sono soggette continuamente allo shear del 
flusso mentre in quelli indicati nelle Figura 1.2 e Figura 1.3 è possibile solo l’analisi in modalità 
batch. Nel microsistema voluto invece è possibile monitore il microorganismo in entrambe le 
modalità e in condizioni fluidodinamiche tali da non stressarlo. 
Questo lavoro comprenderà: 
1. Costruzione dell’intero sistema al fine di adattare il microreattore sopra citato all’analisi di 
microorganismi differenti e che vivono a condizioni differenti. 
2. Analisi della crescita in modalità batch. 









Nel Capitolo 1 si è voluta fornire una panoramica non solo sullo stato attuale dei microsistemi ma 
anche alla loro flessibilità nei varie materie. 
In questo capitolo si vuole focalizzare il tipo di microsistema che si è utilizzato nella parte 
sperimentale. Lo si presenterà inizialmente dalla sua geometria per poi passare ad una descrizione 
di carattere fluidodinamico e di trasporto di materia. Infine, per dare una visione più tecnica e 
pratica, si descriverà la sua fabbricazione. 
Il sistema utilizzato è lo stesso impiegato nel lavoro di Cimetta et al. (2013). 
 
2.1 Microreattore : descrizione generale 
In generale viene definito come “reattore” il luogo fisico all’interno del quale avvengono 
trasformazioni della materia ossia reazioni chimiche; queste possono a loro volta essere suddivise in 
reazioni in fase omogenea o eterogenea a seconda che le specie reagenti all’interno del volume di 
reazione siano o meno in grado di formare tra loro un mezzo continuo unico. Tale concetto rimane 
invariato anche all’interno di un microreattore solo che il volume di reazione è contenuto in un 
sistema dell’ordine di grandezza dei micron.  
Il chip usato è rappresentato in Figura 2.1. 
 
 
 (a) (b) 
Figura 2.1  Rappresentazione del microreattore usato. In (a) la sua riproduzione 
tridimensionale in immagine CAD mentre in (b) è come esso si presenta nella realtà. 
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In figura 2.2 invece si vuole andare in dettaglio sulla sua configurazione e sulle dimensioni dei 









Figura 2.2  Immagine CAD rappresentante il chip utilizzato (immagine di sinistra) e 
particolare ingrandito rappresentante la zona di ingresso del fluido (immagine di destra). 
Esso è costituito da due canali laterali che sono identificati come canali principali di alimentazione 
e da una matrice di 45 pozzetti (9 righe per 5 colonne). Questi ultimi sono separati da dei fori a base 
rettangolare che possono essere sfruttati come dispositivo di supporto fisico del chip e che dividono 
i 45 pozzetti in tre sezioni di 3 righe per 5 colonne ciascuna.  
La Figura 2.2 dimostra come i pozzetti siano collegati trasversalmente ai canali principali di 
alimentazione da canali secondari che permettono anche il flusso da un pozzetto all’altro. La 
profondità dei canali principali è maggiore rispetto ai canali secondari e questo per motivi 
fluidodinamici che verranno di seguito spiegati. 
 
 
Canali interpozzetto o canali secondari 
Canali di ingresso 
Pozzetto o camera di reazione / crescita 
Dispositivi  
di supporto 
Canali di alimentazione o canali principali 
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2.2 Microreattore : aspetti fluidodinamici 
La configurazione del chip sopra descritta è chiaramente voluta per poter ottenere in fase di lavoro 
determinate condizioni in cui l’oggetto di studio verrà a trovarsi. 
In generale, in un qualsiasi sistema aperto, il comportamento di un fluido è descritto da bilanci di 
quantità di moto, di massa ed energia che sono strettamente correlati tra loro e quindi se si dovesse 
studiare l’evoluzione temporale di un oggetto o di una popolazione di elementi occorrerà 
considerare in quali condizioni questi vengono a trovarsi in ogni istante di tempo. L’utilizzo di 
sistemi di dimensioni ridotte permette una più agevole trattazione matematica del comportamento di 
un fluido visto che il regime di moto è esclusivamente laminare. 
Nel chip in esame, i canali principali di alimentazioni hanno la funzione di fungere da serbatoi a 
capacità illimitata e le portate di fluido che in essi scorrono rappresentano le uniche variabili 
manipolabili per poter regolare e mantenere il gradiente di concentrazione che si instaurerà da un 
estremo all’altro di ogni riga di pozzetti. La diversa profondità che i canali di alimentazione hanno 
rispetto a quelli secondari (Figura 2.2) è voluta infatti per evitare flussi convettivi lungo ogni riga di 
pozzetti visto che in essi si vuole un regime “puramente” diffusivo. 
Matematicamente il trasporto di materia in ogni riga può essere quindi descritto dalla più semplice 
legge di Fick dato che l’equazione di conservazione della specie chimica si “depura” dal termine 




 - ∇D i-m ∇ci + Ri = 0          . (2.1) 
In tale equazione il termine ci è la concentrazione del componente i-esimo [mol m-3] , Di-m è il 
coefficiente di diffusione binario del componente i-esimo nella matrice liquida m [m2 s-1] mentre Ri 
è il termine di reazione del componente i-esimo [mol m-2 s-1]. 
La (2.1) è l’equazione generale di conservazione della specie i valida lungo ogni singola riga di 
pozzetti. 
Si è voluta effettuare una simulazione fluidodinamica 2D con COMSOL Multyphysics® per 
verificare quanto detto.  La geometria è stata inizialmente sviluppata in ambiente CAD e 
successivamente importata in Comsol. Sono state effettuate due simulazioni simultanee eseguendo 
uno studio allo stazionario riguardante il campo di moto e il trasporto di specie chimiche 
(convezione e diffusione) escludendo la presenza di reazioni. 
In particolare si è pensato a simulare il comportamento di un fluido liquido omogeneo costituito da 
acqua e di un soluto (nitrato di azoto – NaNO3). La soluzione liquida è stata immessa da 
un’estremità di un canale laterale di alimentazione mentre nell’altro canale è stata fatta fluire la 
soluzione senza il soluto (e quindi solo acqua). Le portate sono uguali e pari a 100 μL/min. 
I risultati sono voluti esprimere mediante mappature colorimetriche per dare un’informazione 
qualitativa sul comportamento generale anche se l’osservazione principale ricade nella zona 
centrale dove si trovano i pozzetti. 
 







 (a) (b) 
Figura 2.3  Simulazione fluidodinamica del campo di moto effettuata in COMSOL con 
ingrandimento della sezione di entrata nella riga di pozzetti. 
Nella Figura 2.3 viene rappresentato il campo di velocità nell’intera configurazione. 
Dall’ingrandimento della sezione di ingresso si nota che la colorazione indica una velocità nulla e 
quindi un’assenza di convezione lungo ciascuna riga di pozzetti. Questo è ottenibile nella realtà con 
la struttura rappresentata in Figura 2.2 caratterizzata da una differente sezione di passaggio dal 
canale di alimentazione a ciascuna riga di pozzetti.  
L’analisi del campo di moto porta a dire che lungo ciascuna riga il trasferimento di materia non è 




 (a) (b) 
Figura 2.4 Simulazione fluidodinamica del trasporto di specie chimiche nel chip (a) e profilo 
di concentrazione adimensionalizzato rispetto alla concentrazione iniziale di NaNO3 in una 
riga di pozzetti (b).  
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Quanto supposto prima è confermato anche dalla simulazione numerica. La mappa colorimetrica di 
figura 2.4-a indica che il trasferimento di materia lungo ogni riga di pozzetti è di tipo diffusivo 
testimoniando il fatto che ci si è svincolati da fenomeni convettivi legati alla velocità del fluido. 
Nella Figura 2.4-b è graficato il profilo di concentrazione adimensionalizzato che si viene ad 
instaurare una volta raggiunto lo stazionario. Si nota come nei vari canali di collegamento il profilo 
sia lineare, in accordo con la legge di Fick monodimensionale mentre il profilo che si viene a creare 
internamente a ciascun pozzetto è circa costante a dimostrazione che è possibile ottenere un elevato 
grado di uniformità di concentrazione sfruttando esclusivamente la “fisica del fenomeno”. 
 
Una nota rilevante emerge dal confronto col lavoro di Soo Kim et al. rappresentato in Figura 1.4 il 
quale è invece condotto in regime laminare. Essendo il regime diffusivo legato esclusivamente al 
movimento molecolare delle specie si ha che ogni cellula immersa in un ambiente in simili 
condizioni non è soggetta ne al trascinamento (fuori da un singolo pozzetto) per effetto della 
convezione e ne agli sforzi di taglio (shear stress) generati da fenomeni viscosi dominanti nel moto 
laminare. In pratica si creano le condizioni ottimali in cui si evita di porre il microorganismo in 
condizioni continue di stress.  
Vale la pena sottolineare che il confinamento di un certo numero di individui all’interno di un 
pozzetto è ottenibile non solo eliminando il trascinamento ma anche valutando e considerando 
microorganismi che non possiedono capacità di mobilità. 
 
2.3 Microreattore : fabbricazione 
Uno degli aspetti da considerare quando si vuole fabbricare un microsistema è la scelta del 
materiale; questa ricade sulle proprietà del materiale e più in particolare sulle interazioni che queste 
possono presentare su ciò che si vuole analizzare. In modo del tutto generale, il materiale scelto 
deve essere il più possibile inerte e non interferire con l’oggetto in analisi. 
Il materiale maggiormente quotato per la fabbricazione di microsistemi è il poli-dimetilsilossano 
(PDMS). Di seguito si vuole dare un breve accenno alla sua produzione industriale per passare poi 
alle proprietà che questo possiede per giustificarne la scelta (§2.3.2) ed infine alla fabbricazione del 
microreattore usato in questo lavoro (§2.3.3). 
 
2.3.1 Produzione industriale del PDMS 
Il PDMS viene industrialmente ottenuto dalla disidratazione del dimetilidrossisilano (DMIS). Il 
DMIS viene prodotto per idrolisi del dimetilclorosilano (polimerizzazione diretta) ottenuto a sua 
volta da una reazione catalizzata tra silicio (Si) e cloruro di metile (CH3Cl): 
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1) SiO2 + C Si + CO2  
 
2) Si + CH3Cl(g) (CH3)2SiCl2 + (CH3)3SiCl + CH3SiCl3 
 
 
3) Si(CH3)2Cl2 + H2O (HO)2Si(CH3)2 + 2∙HCl 
 
 




Il PDMS si presenta come un fluido viscoso avente una struttura lineare la cui unità monomerica 
richiama lontanamente la formula di struttura dell’acetone dove al posto dell’atomo di carbonio c’è 
il silicio (Figura 2.5). Il legame Si–O è molto forte ma flessibile; queste caratteristiche permettono 
al polimero di sopportare alte temperature senza decomporsi ma gli conferiscono bassi valori di 
temperatura di transizione vetrosa. 
 
  
    (a)                                                               (b) 
Figura 2.5 Polidimetilsilossano (PDMS). (a) unità monomerica del PDMS; (b) ricostruzione 
tridimensionale di un tratto di catena del PDMS. Le forme in rosso indicano gli atomi di 
ossigeno, in grigio chiaro gli atomi di silicio, in grigio scuro gli atomi di carbonio mentre in 









250 – 300°C 
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2.3.2 Proprietà e classificazione del PDMS 
In tabella 2.1 si vogliono elencare alcune proprietà medie del PDMS. 
 










Temperatura di transizione 
vetrosa; Tg 
[°C] -149.8 ÷ -123.2 
Temperatura di fusione; Tm [°C] 
Tm1 = - 55.3 ÷ - 41.1 
Tm2 = - 37.8 ÷ - 37.1 
Calore specifico (298 K); Cp [kJ kg-1 K-1] 1.350 ÷ 1.552 

















 Costante dielettrica; ε [ - ] 2.3 (200°C) ÷ 2.8 (20°C) 
Conduttività elettrica; γel [Ω cm] 4∙1015 (20°C) ÷ 1∙1014 (200°C) 
Suscettibilità magnetica; χm [cm3 g-1] (0.620 ÷ 0.658)∙10-6 
Proprietà ottiche Indice di rifrazione; nD










e Modulo di Young; E [kPa] 360 ÷ 870 
Coefficiente di Poisson [ - ] 0.5 
Modulo di elasticità 
tangenziale 
[MPa] 1.0 ÷ 3.0 
Resistenza alla frattura [MPa] 2.24 
Proprietà 
termodinamiche 
Entalpia di fusione; ∆Hu [kJ mol-1] 1.36 ÷ 3.04 (67% cristallinità) 
Entropia di fusione; ∆S [kJ mol-1 K-1] (5.78 ÷ 12.46(67% cristallinità)) ∙ 10-3 
Tabella 2.1 Elenco di alcune delle proprietà del poli – dimetilsilossano (PDMS) ricavati da 
Polymer Data Handbook. 
Le proprietà meccaniche del PDMS lo classificano come un elastomero moderatamente rigido ed è 
in grado di adattarsi a livello atomico a qualsiasi substrato sopra il quale esso venga adagiato. Può 
quindi sigillarsi reversibilmente alla superficie di uno stampo o irreversibilmente se subisce 
ossidazione. Risulta quindi essere molto adatto alla fabbricazione di microsistemi. Ovviamente la 
superficie dello stampo deve essere priva di ogni genere di impurità od irregolarità non desiderate 
dato che poi il polimero lo ricalcherà perfettamente e, se presenti, nella fase di utilizzo, tali 
condizioni indesiderate andranno ad alterare i risultati delle analisi (anche in misura significativa 
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vista la scala su cui si opera). Ad esempio, durante le analisi ottiche potrebbero esserci effetti di 
riflessione o diffusione delle radiazioni quando colpiscono queste zone. 
Per completare la panoramica sulle proprietà del PDMS si vogliono presentare in tabella 2.2 alcune 





Range di validità 




(1.0 ÷ 12.5) ∙103 cs 0.970 [g cm-3] 
Mv = 1∙105 
(20 ÷ 207)°C 
ρ(T) = 0.9919 - (8.925 ∙ 10 -4)T + (2.65 ∙ 10 -7)T2 - ൫3.0 ∙ 10 -11൯T 3   T = [°C] ρ = [g cm-3] 
Viscosità; η 
T = 25°C;  
Mn > 2500 
log10 η = 1.00 + 0.0123∙M0.5  [cs] 
Volume 
specifico; 
 vsp vs T 
(20 ÷ 90)°C vsp(T) = 1.0265 + 9.7 ∙ 10 -4(T - 20) 
T = [°C] 
vsp = [cm3 g-1] 




Mv = 1.5∙104 
T = 30°C 
9.0 ∙ 10-4 [K-1] 
Mv = 1∙105 
(20 ÷ 207)°C 
α(T)=0.90∙10-3+ ൫2.76 ∙ 10 -7൯T + ൫1.0 ∙ 10 -10൯T 2 T = [°C] 
α = [K-1] 
Tabella 2.2 Elenco di alcune delle proprietà fisiche e relazioni con variabili intensive del poli 
– dimetilsilossano (PDMS) ricavati da Polymer Data Handbook. 
 
Come si può ricavare dalle proprietà e relazioni in Tabella 2, in condizioni ambiente il PDMS è un 
fluido liquido viscoso e non è possibile utilizzarlo così come si presenta in questo lavoro. Per dargli 
una maggior consistenza fisica, ad esso viene additivato un agente indurente. È in definitiva una 
gomma epossidica. Il polimero finale è un termoindurente cioè un polimero formato da una matrice 
polimerica costituita dalle catene di PDMS lineare legate tra loro. Questa reticolazione tra le varie 
catene di PDMS (vulcanizzazione) avviene attraverso l’apporto di calore. Si deve lasciare quindi 
sufficiente tempo al polimero di reticolare al fine di evitare alterazioni durante le fasi di analisi. 
La struttura molecolare del polimero finale è praticamente lineare ma la presenza dei gruppi laterali 
metilici ne conferisce caratteristiche di mobilità / elasticità (se sollecitato) e distanze intermolecolari 
tra le varie catene in grado di donargli proprietà idrofobe e di permeabilità ai gas (di interesse in 
questo lavoro: O2 e CO2). In Tabella 2.3 si vogliono fornire alcuni valori sperimentali di solubilità 
di alcuni gas nella matrice polimerica. 
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Solubilità di gas in PDMS a 25°C e 1 atm 




He 0.010 0.045 60 
Ar 0.301 0.33 14 
Aria 0.168 - - 
O2 0.258 0.31 16 
N2 0.166 0.15 15 
CO2 1.497 2.2 11 
CH4 0.543 0.57 12.7 
H2 - 0.12 - 
C4H10 - 15.0 25 
Tabella 2.3 Solubilità di alcuni gas in PDMS e rispettivo coefficiente di diffusione. La 
solubilità è stata ricavata da due fonti differenti: (1) Silicone Material Handbook, Tanimura; 
(2) Robb, W. L. Ann. N.Y. Acad. Sci. 146 (1968). 
Nel Capitolo 3 si darà una maggior spiegazione di come queste proprietà potranno essere sfruttate 
favorevolmente nel lavoro affrontato. Per ora possiamo consolidare il risultato che il PDMS 
elastomero grazie in particolare alle sue proprietà meccaniche, ottiche e chimico-fisiche risulti 
essere in materiale che si presta molto bene nel settore dell’analisi sperimentale. 
 
2.3.3 Tecniche di fabbricazione dei microsistemi 
Nella fabbricazione di micro/nano-sistemi le tecniche soft-litografiche sono tra le più utilizzate in 
quanto permettono di produrre l’oggetto desiderato con una maggior economicità e fedeltà rispetto 
alla fotolitografia. Quest’ultima consiste nel depositare un materiale polimerico fotosensibile (detto 
photoresist) su un wafer che verrà poi sottoposto a radiazione UV, elettroni, ioni o raggi X. Il 
photoresist dopo questo trattamento risulterà essere: 
- chimicamente instabile e quindi attaccabile da sostanze chimiche in grado di rimuovere la 
parte colpita dalle radiazioni mediante solubilizzazione; 
- chimicamente stabile e quindi polimerizzare. 
In figura 2.6 è rappresentato la schema del processo di fotolitografia. 
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 (a)  (b) 
Figura 2.6  Rappresentazione grafica del processo di fotolitografia classico. Nella figura 2.2 
a) e b) vengono mostrate le differenze che si hanno utilizzando un photoresist “negativo” ed 
uno “positivo”. 
Questa tecnica però è limitata dal fatto che la risoluzione che si riesce ad ottenere è legata alla 
lunghezza d’onda della radiazione incidente e dalle dimensioni del sistema che si vuole ottenere. 
Nel caso specifico della micro/nano-scala, la risoluzione è influenzata dai fenomeni di diffrazione 
che si vengono a creare al passaggio attraverso la maschera anche quando si utilizzando basse 
lunghezze d’onda come nel caso degli UV. Per tal motivo i processi di fotolitografia risultano essere 
poco apprezzati nella produzione di micro/nano-sistemi. 
Si preferisce ricorre alla soft-lithography che comprende: 
1. Micro Contact Printing (μCP); 
2. Replica Molding (ReM); 
3. Micro Transfer Molding (μTM); 
4. MicroMolding In Cappillaries (MiMIC); 
5. Solvent Assisted Micromolding (SAMiM). 
In generale queste tecniche anziché prevedere l’uso di radiazioni sfruttano processi meccanici come 
lo stampaggio o la litografia a sbalzo (embossing). Non ci si vuole addentrare nello specifico nella 
descrizione di tutte le tecniche, così nel prossimo paragrafo sarà illustrata solo quella usata per la 
produzione del microreattore usato. 
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2.3.4 Tecnica e procedura di fabbricazione del microreattore: ReM 
La fabbricazione del chip avviene mediante processo di replica molding (ReM) in cui si versa 
all’interno di uno stampo rigido ed indeformabile una miscela polimerica. A seguito della sua 
solidificazione, la forma viene rimossa dallo stampo portando alla formazione del sistema voluto. 
In Figura 2.7 è indicato in modo molto schematico il processo di replica molding. 
 
 
Figura 2.7  Schematizzazione del processo di replica molding. Si parte da uno stampo rigido 
sopra il quale si versa una miscela polimerica termoindurente che a seguito della sua 
solidificazione ed estrazione dal master porterà alla formazione del sistema voluto. Il sistema 
desiderato in definitiva è il complementare del master. 
Il nome commerciale del materiale dello stampo utilizzato in questo lavoro è “DMS Somos 
WaterShed® XC 11122” ed è classificato come un fotopolimero liquido a bassa viscosità in grado di 
formare parti rigide, idrofobe  impiegato in ambito medico. In figura 2.8 se ne fornisce l’immagine 




 (a) (b) 
Figura 2.8 Stampo del chip. In (a) foto dello stampo reale mentre in (b) immagine CAD dei 
dispositivi principali: canali di alimentazione, pozzetti, dispositivi di supporto e canali 
secondari. 
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A livello pratico, la fabbricazione di un chip può essere vista come una sequenza di operazioni 
divisa principalmente in tre parti: 
A. Preparazione della miscela polimerica; 
B. Formazione del chip epossidico (microreattore); 
C. Estrazione del chip dallo stampo/master. 
 
A. Preparazione della miscela polimerica. 
Consiste nella pesatura ed omogeneizzazione delle due sostanze necessarie per la fabbricazione del 
chip: il polimero PDMS (chiamato anche “base”) e l’agente reticolante. Le due sostanze devono 
essere pesate in rapporto base : reticolante di 10:1 (p/p). 
Un accorgimento di tipo pratico riguarda la quantità delle due sostanze. Infatti questa deve essere 
pensata al fine di ottenere un certo numero di chip prima che la miscela inizi a reticolare. La 
miscela polimerica in questione inizia a reticolare irreversibilmente a T = Tamb dopo un periodo di 
circa 3 ore; per tal motivo, vista l’impossibilità di riutilizzare il materiale in tempi successivi, è 
buona norma pratica minimizzare i consumi di sostanza. 
Una volta eseguita la pesatura si devono omogeneizzare le due sostanze. 
Questo è importante per fare in modo che la quantità di reticolante additivato sia il più possibile 
uniforme nella massa della miscela. Così facendo si può garantire una reticolazione più omogenea 
evitando che vi siano zone di polimero (PDMS) non reticolato (quindi ancora in fase fluida) in 
grado di alterare i risultati sperimentali. 
Vista la viscosità della miscela, durante l’agitazione è inevitabile la formazione di bolle in massa 
(emulsione stabile di aria in miscela polimerica a T = Tamb). Per tal motivo, una volta terminata la 
miscelazione, si sottopone la miscela in un sistema a vuoto. Questo può essere un cristallizzatore 
collegato ad una pompa a vuoto. Si avvia la pompa e si ripetono cicli di vuoto – sfiato fino a che 
visivamente non si riscontra più la presenza di bolle nella massa. L’operazione di sfiato (ottenuta 
aprendo una valvola posta sul coperchio del cristallizzatore) è paragonabile ad un’operazione di 
laminazione e va effettuata non troppo rapidamente per evitare che, durante l’espansione, la risalita 
delle bolle che risiedono ai strati inferiori spingano la massa fluida sovrastante fuori dal contenitore. 
 
B. Formazione del chip epossidico (microreattore). 
Una volta che la massa polimerica fluida è stata degassata nel cristallizzatore a vuoto, la si versa 
lentamente all’interno dello stampo fino a completo riempimento. Lo stampo deve poggiare su una 
superficie piana. Se la massa versata nello stampo presenta ancora delle bolle d’aria va ripetuta 
l’operazione di degassaggio.  
Una volta che ci si è assicurati la completa scomparsa di tutte le bollicine dalla massa fluida è 
possibile sottoporre lo stampo riempito al calore. Questa operazione viene effettuata in una stufa 
termostatata ad una temperatura di set-point di Tsp = (65.0 ± 0.5) °C per un periodo approssimativo 
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di circa 1 ora. In questa fase ha luogo la reticolazione / vulcanizzazione della miscela polimerica 
PDMS + reticolante che porterà alla formazione del chip epossidico. 
 
C. Estrazione del chip dallo stampo. 
Dopo la fase di cottura occorre attendere un po’ di tempo per lasciare raffreddare lo stampo. Il 
motivo è legato alla sue caratteristiche termo – meccaniche; se si manipola lo stampo quando è 
ancora troppo caldo c’è il rischio di deformarlo irreversibilmente. Al limite la fase di 
raffreddamento può essere velocizzata soffiando sopra di esso con aria compressa filtrata. 
Segue poi la rimozione manuale del chip epossidico dallo stampo.  
Questa operazione è facilitata dalla bassa tensione superficiale (20 – 23 mN m-1) che conferisce al 
chip una bassa aderenza alla superficie del master. 
Indicativamente ogni chip in questione ha un peso che si aggira sui (14.60 ± 0.50) g. 
 
2.3.5 Preparazione del chip per la fase sperimentale 
Il chip epossidico formato come descritto nel paragrafo precedente non può essere utilizzato 
immediatamente nella fase di analisi ma deve subire un trattamento di sterilizzazione 
(eventualmente preceduto da una pulizia manuale da polvere o altri residui superficiali). 
Solitamente questa operazione è necessaria soprattutto quando l’oggetto di analisi è un 
microorganismo o comunque un organismo vivente. In tal modo con la sterilizzazione si è in grado 
di eliminare statisticamente il 99.99% dei batteri che possono essere nocivi ed alterare il 
comportamento che si vuole analizzare del microorganismo considerato. 
Di seguito non si descriveranno le varie tecniche di sterilizzazione ma solo quella usata per i 
microreattori in questo lavoro. 
La sterilizzazione dei chip viene condotta in autoclave e quindi trattasi di un trattamento termico 
che utilizza vapore saturo umido come mezzo sterilizzante. 
Il ciclo complessivo è illustrato in Figura 2.9 ed è suddiviso in tre fasi: 
- fase di riscaldamento graduale fino a T = 121°C per 20 minuti; 
- mantenimento della temperatura e della pressione (P = 2 atm) per 20 minuti. 
- fase di raffreddamento. 
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Figura 2.9 Andamento temporale qualitativo del ciclo di sterilizzazione in autoclave. La linea 
continua rossa indica la temperatura dell’oggetto posto a sterilizzare mentre la linea 
continua nera riguarda il programma di sterilizzazione seguito dall’autoclave. 
 
Il pacchetto d’alluminio contenente i chip verrà poi rimosso dall’autoclave e messo in stufa 
termostata ad una temperatura di T ≈ 65°C per circa 24 ore (indicativamente) al fine di rimuovere la 




Crescita cellulare in microreattore 
 
 
Nel Capitolo 2 si è descritto in modo generale il microreattore usato nel corso degli esperimenti. Si 
è voluta dare una sua descrizione sia di carattere fluidodinamico per comprendere il suo 
funzionamento basilare indipendentemente dal campo di utilizzo e sia di carattere pratico ossia la 
sua fabbricazione e preparazione alla fase di analisi. 
In questo capitolo si vuole fornire una sua descrizione più dettagliata legata all’oggetto che in esso 
si vuole studiare. L’obiettivo principale del lavoro è di verificare e quantificare la crescita cellulare 
di Nannochloropsis Gaditana. 
Il campo applicativo del microreattore, così descritto come nel Capitolo 2, sembrerebbe essere 
ristretta all’ambito chimico; in realtà può essere esteso anche al campo biologico. La differenza 
consiste nel considerare all’interno di un volume di reazione omogeneo (ambiente di crescita), la 
presenza di un oggetto aggiuntivo (il microorganismo) considerandolo come un sistema dinamico in 
grado di interagire continuamente con l’ambiente esterno. L’aspetto dinamico può essere ad 
esempio la crescita, la quale viene influenzata dalle condizioni nelle quali il microorganismo si 
viene a trovare mentre le interazioni che esso ha possono essere identificate dagli scambi di materia 
ed energia. 
Nel Paragrafo §3.1 si introdurranno alcuni concetti legati alla crescita necessari per comprenderne il 
processo e utili nel capitolo successivo quando si introdurranno le tecniche usate nella fase di 
analisi sperimentale; nel §3.2 si descriverà il microorganismo in analisi cercando poi, nei paragrafi 
successivi, di inserire il sistema di crescita in un contesto più ingegneristico. Così nel §3.4 si 
descriveranno le differenze tra la conduzione della crescita nel microreattore rispetto ai classici 
sistemi mentre nel §3.5 si presenterà come è stata condotta la crescita cellulare con il microreattore 
e quindi si descriveranno le varie configurazioni adottate (batch ed in flusso) per poi passare ai 
problemi tecnici riscontrati relativi all’evaporazione ed alle diverse modalità di irraggiamento con 
cui la crescita microalgale è stata condotta. 
 
3.1  Fotosintesi e crescita cellulare 
L’incremento nel tempo di un fissato numero di individui iniziale N0 (al tempo t0 = 0) viene definito 
“crescita”. In questo lavoro gli individui sono le cellule microalgali. Per l’analisi della loro crescita 
è importante conoscere in che condizioni sono costrette a replicarsi perché queste influenzano il 
loro metabolismo tra cui l’attività fotosintetica, prima responsabile della loro crescita. 
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La fotosintesi è un processo anabolico nel quale una serie di reazioni chimiche sono responsabili 
della produzione di molecole organiche (principalmente carboidrati) necessarie per la vita del 
microorganismo sfruttando CO2 atmosferica, H2O e luce solare. Nel caso specifico della fotosintesi 
clorofilliana si produce glucosio (C6H12O6) secondo la reazione: 
 
6 CO2 + 6 H2O   C6H12O6 + 6 O2 
 
Il glucosio prodotto verrà quindi utilizzato come materiale per la sintesi di molecole più complesse 
necessarie al sostentamento delle crescita del microorganismo.  
La clorofilla è un pigmento in grado di assorbire l’energia proveniente dalla radiazione luminosa e 
di trasferirla al centro di reazione del fotosistema. Questo trasferimento è garantito dalla presenza di 
un atomo complessato di magnesio (Figura 3.1) avente la funzione di mantenere rigida l’intera 
struttura evitando così che l’energia assorbita vada a dissiparsi in calore prima che possa essere 
utilizzata nel processo fotosintetico. 
 
             
 (a) (b) 
Figura 3.1  In (a) rappresentazione della formula di struttura della clorofilla a e 
clorofilla b mentre in (b) riproduzione tridimensionale della struttura della clorofilla a. In 
quest’ultima la sfera verde è l’atomo di magnesio Mg, le sfere blu gli atomi di azoto N, le 
sfere rosse indicano gli atomi di ossigeno O, le sfere grigio scuro gli atomi di carbonio C 
mentre in bianco gli atomi di idrogeno H. 
L’intero processo fotosintetico avviene all’interno dei cloroplasti, luogo di conversione dell’energia 
luminosa in energia chimica (ATP e NADPH), utilizzata poi nel ciclo di Calvin. Il cloroplasto è 
delimitato da due membrane: una esterna permeabile ed una interna più selettiva. L’ambiente 
delimitato dalla membrana interna è detto stroma e contiene enzimi, DNA circolare, ribosomi ed i 
tilacoidi. È proprio nelle membrane tilacoidali che sono inseriti, in aggregati di 100 – 200 molecole, 
vari pigmenti tra cui le clorofille complessati a proteine; tali complessi pigmento-proteina 
clorofilla 
ħ ν 
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costituiscono i fotosistemi. Esistono due fotosistemi: il fotosistema II (PSII) ed il fotosistema I 
(PSI). 
In essi sono presenti delle coppie di molecole di clorofilla (“coppie speciali”) che assorbono a 
lunghezze d’onda differenti a seconda del fotosistema considerato e che sono responsabili 
dell’evento di separazione di carica riscontrato in seguito alla cattura di un fotone e della 
conseguente induzione del processo fotosintetico. 
Il PSII è composto da un centro di reazione formato da circa 50 molecole di clorofilla a detta P680, 
che ha il massimo assorbimento della luce solare a 680 nm. 
Il PSI è formato da un centro di reazione che comprende circa 130 molecole di clorofilla a detta 
P700, un particolare tipo di clorofilla che ha il massimo assorbimento della luce a 700 nm. 
Il processo di fotosintesi clorofilliana si svolge quindi in due fasi: 
- fase luminosa o luce – dipendente che avviene nei fotosistemi e dominata dalla clorofilla a; 
- fase oscura o di fissazione del carbonio che avviene nello stroma del cloroplasto (esterno dei 
tilacoidi); in tale fase vi è la formazione del glucosio attraverso il ciclo di Calvin. 




Figura 3.2  Rappresentazione della membrana tilacoidale con i due fotosistemi PSI e PSII. I 
due fotosistemi sono responsabili della cattura dell’energia luminosa a lunghezze d’onda 
differenti (680 e 700 nm) mediante molecole di clorofilla. ATP e NADPH vengono poi 
utilizzati nel Ciclo di Calvin. 
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Non ci si vuole addentrare maggiormente negli altri meccanismi e nelle reazioni fotochimiche dei 
due fotosistemi perché, ai fini del lavoro svolto, ciò che interessa è la possibilità di sfruttare la 
presenza di clorofilla come indicatore della crescita microalgale. 
 
 
3.2 Nannochloropsis gaditana 
La microalga considerata è Nannochloropsis gaditana, un microorganismo vegetale unicellulare 
che prolifera in ambienti acquosi marini. È un organismo fotoautotrofo cioè in grado di sfruttare la 
radiazione solare come fonte di energia e la CO2 come fonte di carbonio. Come dimostra 
l’immagine catturata al conta cellule automatico presente in laboratorio (Figura 3.3), ha una forma 
sferica ed un diametro medio di circa 3 μm. 
 
  
 (a)  (b) 
Figura 3.3 Nannocloropsis gaditana: a) immagine catturata al conta cellule Nexcelom 
AutoX4; b) ingrandimento rilevati al microscopio ottico. 
L’interesse verso questa particolare specie è dovuta alla sua capacità di accumulare elevate 
concentrazioni di pigmenti (detti carotenoidi) come astaxantina, zeaxantina e cantaxantina e 
soprattutto quantità di trigliceridi (TAG) pari fino al 70% del suo peso secco quando viene a 
trovarsi in condizioni di carenza di azoto.  I TAG prodotti, mediante transesterificazione, possono 
essere destinati poi alla produzione di biodiesel mentre sostanze come i β-carotenoidi e gli acidi 
grassi Omega 3 (ω-3) possono trovare spazio nel settore cosmetico e nutraceutico. 
Il terreno di crescita è costituito da due parti: il terreno base ed un arricchimento che contiene tutti i 
nutrienti necessari per la crescita microalgale tra cui fosfati, nitrati e vitamine. La composizione di 
questo terreno di crescita è stata riportata in Appendice A. 
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3.3 Sistemi di crescita classici 
Il microreattore usato può essere utilizzato sia per l’analisi in ambito chimico che in ambito 
biologico, come presentato in questo lavoro. Si vorrà determinare, a livello quantitativo, la crescita 
microalgale di Nannochloropsis gaditana in diverse condizioni di crescita. 
Attualmente i sistemi maggiormente utilizzati per monitorare la crescita microalgale in laboratorio 
sono le beute e i tubi a gorgogliamento come ad esempio quelli rappresentati in Figura 3.4. 
 
  
 (a) (b) 
Figura 3.4 Sistemi di crescita microalgale classici. a) beute; b) tubi a gorgogliamento. 
Ultimamente sta prendendo spazio anche un nuovo sistema di crescita: multicultivator. Si tratta di 
un apparecchio costituito da una serie di tubi a gorgogliamento immersi in un bagno termostatato; 
ogni tubo è isolato otticamente dagli altri e riceve esclusivamente illuminazione da una serie di led 
verticali la cui intensità può essere regolata digitalmente. È possibile allora sottoporre ogni tubo a 
diversi gradi di illuminazione ed a diverse concentrazione di CO2. Questo apparecchio è anche 
dotato di un sistema di rilevazione automatico della densità ottica (OD; Optical Density) per ogni 
tubo posto a circa metà altezza. La misurazione può avvenire manualmente od automaticamente ad 
intervalli che spaziano da un minimo di 10 minuti ad un massimo di 60 minuti. Il multicultivator è 
rappresentato in Figura 3.5 e può essere associato ad un reattore a bolle eterogeneo. 
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Figura 3.5 Multicultivator in funzione. 
La crescita in sistemi batch è confrontabile qualitativamente con quella illustrata in Figura 3.6. 
 
 
Figura 3.6  Rappresentazione qualitativa della crescita batterica o microalgale in un sistema 
batch. 
Sono identificabili quattro fasi che evolvono temporalmente nel seguente ordine: 
1. fase lag o ritardata: fase di acclimatazione delle microalghe all’ambiente di crescita (sintesi di 
nuovi enzimi o/e nuovi componenti cellulari); questa fase è tanto più ampia quanto le 
caratteristiche dell’ambiente (concentrazione dei nutrienti, irraggiamento, temperatura e pH) 
sono differenti rispetto a quelle ottimali in cui il microorganismo può svolgere efficientemente le 
sue funzioni metaboliche oppure quanto più il microorganismo sia stato in precedenza 
acclimatato a condizioni di crescita diverse da quelle in esame. In questa fase di acclimatazione 
la crescita è nulla. 
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2. fase log od esponenziale: fase di crescita dove le cellule microalgali si sono abituate alle 
condizioni di crescita. Nella fase esponenziale crescente le cellule iniziano a riprodursi secondo 
una progressione temporale di N0∙2n dove N0 è il numero di microorganismi iniziale ed n è il 
numero di generazioni. La velocità di riproduzione in questa fase è legata solamente alla quantità 
di cellule iniziale di ciascuna generazione. 
Nella fase esponenziale declinante invece la crescita è influenzata da fattori ambientali legati 
principalmente alla concentrazione di nutrienti presenti e all’ombreggiamento alla luce delle 
cellule, conseguente all’incremento della popolazione. La curva, rispetto alla fase crescente, 
presenta matematicamente una inversione della derivata prima della concentrazione (o numero) 
di cellule e quindi una diminuzione della velocità di crescita. 
3. fase stazionaria: fase in cui il numero di cellule rimane costante nel tempo in seguito ad un 
arresto della crescita o ad un tasso di riproduzione controbilanciato dal tasso di mortalità. Questo 
comportamento può essere legato ad una limitazione dei nutrienti, ad un accumulo di cataboliti 
che inducono un’azione tossica o al raggiungimento di una densità critica di popolazione. 
4. fase di morte: fase in cui la diminuzione del numero di microorganismi è legato a condizioni non 
più favorevoli alla sopravvivenza microalgale. Questi fattori possono essere indotti dalle stesse 
microalghe dove, per via della diminuzione di nutrienti nel tempo, queste non dispongono più 
della quantità necessaria per vivere. Inoltre i fattori critici esposti nel punto 3 (durante la fase 
stazionaria) iniziano ad essere nocivi per le stesse microalghe. 
La crescita in sistemi in flusso invece può essere qualitativamente dedotta dalle osservazioni 
derivanti dal sistema batch. Infatti, come si dirà nel paragrafo §3.5, la differenza consiste 
nell’apporto continuo di nutrienti e quindi idealmente la crescita non presenta alcuna fase 
esponenziale declinante. In definitiva ci si attende che, in assenza di fattori limitanti differenti dalla 
presenza di nutrienti, la curva sia idealmente costituita da una fase lag e da una fase esponenziale 
puramente crescente come ipotizzato in Figura 3.7. 
 
 
Figura 3.7 Rappresentazione qualitativa della crescita microalgale che ci si aspetta per 
sistemi in flusso. 
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Tuttavia anche nel caso di un sistema in flusso le elevate concentrazioni microalgali raggiunte 
potrebbero indurre una fase di crescita declinante conseguente alla scarsità di nutrienti. Si potrebbe 
allora ipotizzare che, configurando il chip in condizioni di flusso, la curva di crescita risultante 
abbia la stessa forma di quella in figura 3.6 ma che si possano raggiungere valori di stazionario più 
elevati, fasi esponenziali crescenti temporalmente più estese mentre quelle decrescenti saranno 
influenzate solamente dalla popolazione raggiunta. 
Per un’analisi matematica sull’andamento si veda quanto riportato in Appendice B. 
 
 
3.4 Microreattore e sistemi classici a confronto : effetto mixing 
In tutti i sistemi di crescita canonici descritti sopra, l’omogeneità tra microalghe e ambiente liquido 
di crescita è garantita da un agitazione meccanica nel caso delle beute e dal gorgogliamento di aria 
nel caso dei tubi a gorgogliamento, multicultivator incluso. 
 
Nel caso del microreattore invece l’omogeneità non può essere garantita né attraverso dispositivi 
meccanici esterni, né attraverso il gorgogliamento per i motivi che verranno esposti in seguito. 
I dispositivi meccanici esterni inducono la miscelazione dell’intera massa della coltura attraverso un 
movimento rotatorio planare (agitatore orbitale) ma a patto che l’energia del mescolamento 
impartita riesca a vincere le forze viscose e di tensione interfacciale (scorrimento superficiale contro 
le pareti del recipiente) dell’ambiente di crescita acquoso per poterlo “mettere in moto”. Nel caso 
delle beute, anche in quelle piccole, la miscelazione è garantita ma nel caso di microreattori, dove le 
dimensioni dei pozzetti sono molto più piccole e il rapporto tra (superficie bagnata)/(volume massa 
da agitare) è  più elevato , le forze da vincere sono troppo alte e di conseguenza il mescolamento è 
praticamente nullo o praticabile solo applicando elevatissime (e proibitive) velocità di rotazione. 
Inoltre la movimentazione della massa liquida che si viene a creare con questi dispositivi meccanici 
di agitazione è più paragonabile a quella di un corpo solido in rotazione che ad una vera agitazione 
(legata alla turbolenza). 
Nel caso si disponesse invece di un sistema di gorgogliamento per ogni pozzetto sarebbe necessario 
tenere in considerazione i seguenti fattori. 
1. Visti i volumi relativamente piccoli ci sarà la necessità di formare bolle con una distribuzione 
di dimensione più uniforme e “piccola” possibile (in proporzione alle dimensioni del pozzetto) 
e queste possono essere gestite regolando la pressione di mandata del gas (o il flusso) e 
costruendo accuratamente le dimensioni del canale di mandata del gas (diametro). Tuttavia la 
pressione dovrà essere sufficiente almeno alla formazione delle bolle nella massa acquosa e 
fare in modo che queste abbiano comunque una pressione interna tale da vincere la pressione 
idrostatica del liquido sovrastante e quindi risalire; questo è importante visto che l’accumulo di 
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bolle nel pozzetto può generare tracimazione della coltura dai pozzetti. Inoltre le bolle una 
volta giunte in superficie tendono ad esplodere generando schizzi con conseguente perdita di 
coltura. Tali aspetti che possono essere regolati e/o trascurati nei classici sistemi di crescita di 
laboratorio devono essere presi in considerazione quando si opera con microreattore 
configurato come quello impiegato. 
2. Supponendo di aver risolto i problemi tecnici del punto 1, risulterà ancora necessario trovare 
una soluzione per lo scarico del gas risalito. Come si dirà nei prossimi paragrafi, sulla 
superficie del chip è stato posto un layer di PDMS reticolato al fine di garantire il 
mantenimento di una sterilità interna ed evitare l’evaporazione dell’ambiente acquoso 
garantendo comunque l’apporto di CO2. Con tale layer il gas risalito non avrebbe sfogo di 
uscita ed andrebbe a sollevarlo vanificando gli scopi per cui è stato pensato. 
Dai punti descritti sopra risulta quindi difficoltoso trovare una strategia per adattare tale chip ad un 
canonico sistema di gorgogliamento. 
Una possibile alternativa per garantire la miscelazione sarebbe quella di utilizzare delle microbiglie 
magnetiche (magnetic microsphere) che azionate da un agitatore magnetico esterno siano in grado 
di generare la movimentazione della massa contenuta nel pozzetto. L’ accorgimento tecnico da 
dover tenere in considerazione in fase di lavoro sarà la velocità di rotazione ma occorre anche 
verificare ed assicurarsi che l’utilizzo delle microsfere non vada a rompere la membrana esterna 
delle microalghe provocandone il collasso e che, in fase di analisi, le microsfere non vadano ad 
interferire con l’output che lo strumento restituisce utilizzato poi per quantificare la crescita. 
 
Visto quanto detto si è pensato di condurre l’intera fase sperimentale evitando di adottare un 
sistema di miscelazione per sospendere la popolazione microalgale nell’ambiente di crescita. La 
modalità adottata potrebbe essere soggetta a qualche critica per via delle diverse condizioni a cui i 
microorganismi sono costretti a replicarsi ma la situazione che si viene a creare è volutamente 
raggiunta per rendere il sistema di crescita disegnato il più semplice, robusto e riproducibile 
possibile. Infatti l’agitazione che si impartisce in questi ultimi è pensata per poter uniformare la 
concentrazione dei nutrienti nel volume di crescita e per sottoporre ogni individuo dell’intera 
popolazione ad un irraggiamento costante durante la fase di analisi. 
Nel microreattore i microorganismi sono soggetti alle medesime condizioni infatti il regime 
diffusivo che si instaura in ogni pozzetto è guidato dal gradiente e quindi è possibile ottenere 
spontaneamente l’uniformità di concentrazione (senza intervenire con un mixing attivo); 
l’irraggiamento invece è garantito dalle proprietà ottiche del PDMS che è trasparente alle radiazioni 
e quindi ogni pozzetto riceve un’intensità di luce fissata e nota; per l’apporto di CO2 si veda il 
prossimo paragrafo. 
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3.4.1 Apporto di CO2 
Un altro aspetto da considerare è l’apporto di anidride carbonica che, vista l’autotrofia obbligata 
tipica di Nannochloropsis gaditana, costituisce la fonte principale di carbonio. 
Le prove col microreattore sono state tutte condotte con una concentrazione di CO2 esterna 
atmosferica. 
L’eventuale utilizzo di una camera o recipiente a  CO2 controllata, nel caso si volesse monitorare la 
crescita a concentrazioni di CO2 più elevate, sarebbe una scelta forviante dato che, con il sistema 
che si sta utilizzando, le microalghe ricevono questa fonte di carbonio per diffusione dalla matrice 
polimerica all’ambiente acquoso nel quale sono immerse. Ammettendo che la PDMS riesca ad 
apportare sempre tutto il flusso necessario di CO2 (non genera infatti resistenza al trasferimento di 
materia), il massimo valore di CO2 ammissibile è legato alla solubilità del gas nell’acqua e questa 
dipende a sua volta da variabili come temperatura o pressione. Di conseguenza non c’è modo di 
spingersi a concentrazioni di CO2 superiori alla sua solubilità in acqua. 
Essendo la microalga posta in ambiente di crescita acquoso, la quantità di CO2 che ogni individuo 
avrà a disposizione sarà determinata dalla solubilità della CO2 in acqua (costante di solubilità). 
Questo è valido per tutti i sistemi (compreso il microreattore ) solo che nelle beute questo avviene 
attraverso diffusione dall’atmosfera all’interfaccia gas/liquido fino al bulk ed è quindi legata alla 
concentrazione della CO2 dell’atmosfera; nei tubi a gorgogliamento, invece, è legata alla sua 
concentrazione nel bulk delle bolle. Tuttavia, è possibile regolare quest’ultima iniettando una 
miscela più o meno ricca di CO2. 
Nel caso del microreattore non potendo adottare un sistema di mixing attraverso l’uso di bolle, 
l’apporto di CO2 sarebbe solo determinato solo dalla sua solubilità alla superficie e, visto che le 
microalghe nel tempo tenderanno a sedimentare, sarà limitato poi dalla diffusione in liquido, dalla 
superficie al fondo. Tuttavia la struttura molecolare del PDMS reticolato permette una elevata 
permeabilità ai gas ed in particolare alla CO2 (tabella 2.3) e quindi è come se ogni superficie interna 
del pozzetto fungesse da superficie di apporto della medesima. La conseguenza di ciò è che la 
coltura viene costantemente a trovarsi alla massima concentrazione di CO2 ammissibile nonostante 
l’assenza del mescolamento. 
 
3.5 Monitoraggio della crescita microalgale 
La microalga considerata (Nannochloropsis gaditana) è stata sottoposta a differenti condizioni di 
crescita e se ne è determinata analiticamente la crescita nel tempo secondo la metodologia descritta 
nel prossimo capitolo. 
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3.5.1 Modalità di apporto dei nutrienti 
Come detto nel §3.1, la microalga necessita principalmente di una fonte di: 
- Azoto: contenuto nel terreno di coltura sottoforma di nitrato; 
- Fosforo: contenuto nel terreno di coltura sottoforma di fosfato; 
- Carbonio: derivante dall’atmosfera in cui è immerso il chip ed apportato continuamente 
dalle pareti del pozzetto; 
- Energia: somministrata come radiazione policromatica artificiale. 
Il chip può essere impiegato secondo due configurazioni definite in base alla modalità di apporto 
dei nutrienti: una configurazione che è stata definita batch e la configurazione in flusso. 
Nella configurazione batch i nutrienti vengono forniti solo al momento dell’inoculo iniziale e 
quindi si potrà prevedere un loro profilo di concentrazione decrescente nel tempo, più o meno 
intenso a seconda della velocità di crescita e del numero di cellule presenti. In pratica ogni singolo 
pozzetto è identificabile come un sistema a se stante e quindi un classico batch in cui ogni pozzetto 
può essere paragonato ad una beuta di crescita. Occorre tuttavia fare una precisazione: l’ambiente di 
crescita è un ambiente acquoso nel quale sono presenti i nutrienti necessari (azoto N, fosforo P) 
mentre la CO2 proviene dall’atmosfera dove per diffusione attraverso la matrice polimerica giunge 
alle superfici interne di ogni pozzetto. Di conseguenza, vista l’idrofobicità del microreattore e 
quindi l’impossibilità di una diffusione verso l’esterno delle specie chimiche contenute nel volume 
acquoso, i “nutrienti limitanti” nel processo saranno esclusivamente quelli confinati all’interno del 
pozzetto (dato che la CO2 è fornita in continuo ed il suo apporto è influenzato solo dalle condizioni 
esterne dell’atmosfera). 
Anche nella configurazione in flusso vale il medesimo discorso per ciò che riguarda la CO2 ma 
l’apporto degli altri nutrienti (quelli solubilizzati nell’ambiente acquoso) viene mantenuto costante 
nel tempo. 
Le analisi svolte in questo lavoro sono state condotte sfruttando il chip in configurazione batch. 
 
3.5.2 Evaporazione 
Una problematica da evitare in fase di conduzione delle prove sperimentali riguarda l’evaporazione.  
L’ambiente di crescita è un ambiente acquoso in grado quindi di evaporare anche a temperatura 
ambiente. Questa evaporazione tenderebbe a far variare la concentrazione dei nutrienti nel tempo e, 
se non controllata, porterebbe alla riduzione del volume dell’ambiente di crescita nei pozzetti fino 
alla sua scomparsa. In entrambi i casi si altererebbero nel tempo le condizioni di crescita 
microalgale con possibile morte cellulare nel secondo caso.  
La temperatura ottimale per Nannochloropsis gaditana è di 22 – 23°C e di conseguenza la camera 
di crescita dovrà essere impostata a tale valore.  
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Il PDMS elastomero, come si enuncia dalle sue proprietà termiche, non dimostra di essere un buon 
conduttore e di conseguenza ha una certa difficoltà a dissipare eventuale calore somministrato. 
Quando una prova sperimentale è in corso, la temperatura del chip dipende dalla temperatura della 
camera di crescita e dalla vicinanza e tipologia della sorgente di luce (radiazione emessa può essere 
vista come un continuo flusso di energia). Il loro contributo tenderebbe a far aumentare l’energia 
interna del volume di crescita in ciascun pozzetto e di conseguenza la temperatura. 
 
3.5.2.1 Evaporazione: soluzione 
Per eliminare l’evaporazione si è pensato ad un layer in PDMS elastomero di spessore non 
superiore ai 2.5 mm che, appoggiato sopra il chip inoculato, permette anche di mantenere una 
condizione di sterilità all’interno dei pozzetti. La chiusura è favorita dalle proprietà adesive del 
PDMS. Tuttavia, nel tempo, vi è una inevitabile perdita di questa adesione. 
Per tal motivo il chip chiuso è stato implementato con una struttura metallica esterna che: 
- non deve limitare la diffusione della CO2; 
- non deve ridurre l’irraggiamento; 
- non deve alterare i risultati durante l’analisi per via delle sue caratteristiche; 
- deve possibilmente essere utilizzato nella configurazione batch come quella in flusso. 
Questo perché, l’eventuale confronto tra le crescite nelle due configurazioni, non deve 
risentire del tipo di sistema adottato per favorire la crescita. 
La struttura in questione ingabbia il complesso chip + layer di chiusura. Si sono verificate due 
tipologie di gabbia: 
- gabbia in rete metallica elettrosaldata (GR); 
- gabbia in lamiera metallica (GL). 
In entrambi i casi le gabbie sono costituite da due parti: una parte inferiore dove poggia il chip; 
questa è tenuta leggermente sollevata per evitare di chiudere la superficie inferiore al passaggio di 
aria (e quindi di CO2). Ed una parte superiore che ha la funzione di chiudere il tutto; questa tuttavia 
per non ridurre l’irraggiamento e permettere di rilevare l’immagine di fluorescenza al momento del 
monitoraggio della crescita, presenta delle sezioni ritagliate in corrispondenza delle zone in cui vi 
sono i pozzetti. 
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Larghezza [mm] 95 Larghezza [mm] 95 
Lunghezza [mm] 100 Lunghezza [mm] 100 
Spessore [mm] < 0.5 Spessore [mm] 1.5 
Maglia Quadrata Tipologia foratura Rotonda 
Lato maglia [mm] 6.0 Diposizione fori Triangolare (60°) 
 
Diametro fori [mm] 4.0 
Passo [mm] 6.0 
Materiale Ferro zincato elettrosaldato Materiale 
Acciaio INOX  
(AISI 304) 
Proprietà 
Grado di vuoto più elevato; 
flessibile 
Proprietà 
Grado di vuoto inferiore a 
GR (40.3%); rigida e 
indeformabile 
Tabella 3.1  Caratteristiche delle gabbie utilizzate nelle prove sperimentali. 
Entrambe le gabbie permettono di raggiungere gli obiettivi elencati in precedenza senza alterare le 
condizioni di crescita (CO2 ed irraggiamento). Tuttavia la GR, vista la flessibilità del materiale, può 
risultare meno adatta alla configurazione in flusso rispetto alla GL visto l’instaurarsi di pressioni 
all’interno dei canali (necessarie per vincere le perdite di carico); queste non sono molto elevate ma 
possono essere comunque sufficienti a provocare una mancata tenuta del layer sul chip. Inoltre, 
visto l’elevato grado di vuoto, la GR non interferisce nell’analisi per la rilevazione della 
fluorescenza e permette una miglior dissipazione del calore rispetto alla GL. 
La gabbia in rete metallica e la gabbia in lamiera usate nel corso delle prove sono rappresentate 











Figura 3.8  Fotografia della gabbia in rete metallica (GR): nella parte destra della foto è 
raffigurato il pezzo inferiore dove viene appoggiato il chip chiuso con il layer; nella parte 





Figura 3.9  Fotografia della gabbia in lamiera (GL): nella parte destra della foto è 
raffigurato il pezzo inferiore dove viene appoggiato il chip chiuso con il layer; nella parte 
sinistra il pezzo superiore che, mediante l’uso di rondelle e viti a farfalla, sigilla il tutto. 
 




Come microorganismo fotoautotrofo, a Nannochloropsis gaditana necessita una fonte di energia 
necessaria per le sue funzioni fotosintetiche, che viene fornita in natura come radiazione solare 
mentre, nelle prove sperimentali attraverso sorgenti artificiali come lampade al neon (più 
correttamente denominate lampade a fluorescenza), lampade a led o lampade a pieno spettro. 
Le due tipologie di sorgente, oltre ad essere differenti rispetto alla radiazione solare, sono anche 
differenti tra loro; questa diversità la si può identificare dallo spettro di emissione. Quindi, nel 
monitorare la crescita microalgale, è bene specificare sotto quale sorgente è condotta l’analisi. In 




 (a) (b) 
Figura 3.10 Spettri di emissione di una generica lampada a fluorescenza (a) e di una 
generica lampada a led fredda (b). 
Come si può notare dalla figura 3.10 lo spettro di una sorgente a fluorescenza non è costante nel 
range di lunghezze d’onda del visibile se paragonato ad una sorgente a led che presenta uno spettro 
di emissione più ampio. Una tipologia di lampada che tenta di simulare lo spettro della luce solare 
(del giorno) è la lampada solare e presenta uno spettro che copre non solo l’intero spettro di 
interesse con una certa uniformità ma ha un’intensità della radiazione più elevata. Quest’ultimo 
aspetto è di grande importanza visto che, come si dirà in seguito, può rendere meno difficoltosa 
l’implementazione al chip di un sistema di regolazione dell’intensità luminosa. 
Si sono volute condurre le prove mediante: 
- Luce continua (tramite ausilio di tubi neon) a tre diverse intensità (6 μE, 60 μE e 360 μE); 
Questi flussi di energia raggiante vengono solitamente misurati in [μE m-2 s-1] o equivalentemente 
in  [μmol fotoni m-2 s-1]. Per una radiazione monocromatica: 
1 E = energia associata ad 1 mole di fotoni = NA ∙ ħ ∙ ν 
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dove:  NA = numero di Avogadro; 6.023 ∙ 1023 [fotoni mole-1]; 
ħ = costante di Plank; 6.626 ∙ 10-34 [J s-1]; 
ν = frequenza della radiazione monocromatica; [Hz = s-1]. 
 
3.5.3.1 Irraggiamento: obiettivi, modalità e problematiche 
Bisogna partire dall’osservare che l’energia con la quale una radiazione colpisce un oggetto 
(ricevitore) dipende non solo dalla potenza istantanea delle sorgente ma anche dalla posizione 
relativa tra sorgente – ricevitore. Siccome l’oggetto di studio in questione è un microorganismo, si 
dovrebbe considerare la radiazione che ad esso viene somministrata; tuttavia tale misurazione 
presenta scarsa fattibilità pratica per cui quando si presenta un valore di flusso fotonico si parla del 
flusso incidente che riceve ciascun pozzetto di crescita. 
Possono essere adottate più strategie per sottoporre il chip in fase di crescita alle intensità sopra 
citate. Ipotizzando una potenza radiante emessa dalla sorgente costante nel tempo ed uniforme nel 
range di lunghezze d’onda utilizzate dal microorganismo, è possibile: 
- sottoporre interamente il chip in crescita ad un’unica intensità regolando la distanza tra la 
sorgente luminosa ed il chip; 
- sottoporre uno stesso chip a tre intensità differenti; vista l’impossibilità di isolare otticamente 
ogni singolo pozzetto o colonna trasversale di pozzetti, è possibile ottenere il risultato sfruttando 
la configurazione del chip infatti, come detto nel Capitolo 2, il chip può essere visto come 
formato da tre sezioni di 3 righe per 5 colonne di pozzetti. Ad ognuna di esse è possibile dedicare 
una unica intensità luminosa ottenibile mantenendo costante la distanza della sorgente dal chip 
ed adottando un sistema che permetta una schermatura localizzata dalla radiazione incidente. Per 
comprendere meglio quanto scritto si veda figura 3.11. 




Figura 3.11  Configurazioni possibili di somministrazione della radiazione luminosa per 
poter condurre la crescita nel chip. Le tre immagini in alto mostrano la possibilità di 
condurre la crescita ad un unico valore di flusso luminoso sull’intero chip mentre, nella 
figura sottostante, la strategia impiegata per condurre la crescita a flussi differenti 
contemporaneamente. La configurazione strutturale del chip permette di poter dedicare 
ciascuna sezione 3x15 pozzetti ad un unico valore di irraggiamento scelto in questo lavoro. 
In natura, non tutta l’energia della radiazione solare viene sfruttata da Nannochloropsis gaditana 
per svolgere le sue funzione fotosintetiche ma solamente una parte di essa denominata PAR 
(Photosynthetically Active Radiation – Radiazione Fotosinteticamente Attiva). Il PAR è considerato 
circa il 41% della radiazione solare e copre le lunghezze d’onda che vanno da 400 nm a 700 nm. 
Siccome entro questo range assorbono la clorofilla ed i carotenoidi, questo aspetto è di importanza 
fondamentale quando si deve scegliere e progettare il sistema di controllo dell’intensità luminosa. 
Occorre non solo assicurare che la coltura in crescita riceva un determinato flusso fotonico ma 
anche che il dispositivo utilizzato per il controllo dell’intensità luminosa non vada a schermare 
quelle lunghezze d’onda dove assorbono i pigmenti in questione. A livello ottico il parametro che 
influisce sulla scelta del materiale di schermatura è l’assorbanza A. 
Per concretizzare le volontà schematizzate in Figura 3.11, si è adottato inizialmente un sistema di 
controllo dell’intensità luminosa costituito da un foglio da lucido stampato a diverse tonalità di 
grigio in grado di lasciar filtrare su ciascuna sezione un fissato flusso fotonico (Figura 3.12). La 
sezione a 360 μE m-2 s-1, che rappresenta l’High Light (LH – alta luce), è stata invece ritagliata visto 
che, scelta e fissata la distanza tra chip e sorgente, corrisponde al flusso luminoso massimo 
raggiungibile da quest’ultima a quella determinata quota. Le altre due sezione di Medium Light (ML 
– luce di controllo; 60 μE m-2 s-1) e Low Light (LL – bassa luce; 6 μE m-2 s-1) erano schermate da 
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due colorazioni di grigio rispettivamente una più intensa dell’altro in grado di lasciar passare i flussi 
luminosi desiderati. 
 
             
 (a)  (b) 
Figura 3.12  Dispositivo di controllo dell’intensità luminosa. Nella figura a) foto del 
dispositivo reale creato dallo stampaggio su carta da lucido di tonalità di grigio differenti al 
fine di trasmettere a ciascuna sezione il flusso voluto. La sezione di sinistra scherma il flusso 
fotonico fino ad ottenere una condizione di bassa luce (LL); la sezione centrale scherma la 
luce per averne un’intensità prossima ad una luce media (ML) mentre la sezione di destra è 
relativa all’alta luce (HL);  in b) riproduzione in file CAD del chip in presenza del sistema 
per il controllo dell’intensità luminosa. 
Tuttavia si è riscontrato che nella sezione ad alta luce la crescita era in linea con le aspettative 
mentre nelle altre due sezioni (luce media e bassa luce) la crescita non solo era molto limitata ma le 
crescite erano tra loro sovrapponibili. Da notare che la sezione ad alta luce non era schermata da 
nessun materiale mentre le altre due sezioni invece lo erano. 
L’analisi di assorbanza dei due lucidi stampati con diverse gradazioni di grigio è stata effettuata allo 
spettrofotometro UV-Visibile ed ha prodotto i seguenti risultati. 
 
 
 (a) (b) 
Figura 3.13  Spettri di assorbanza dei lucidi stampati con diverse gradazioni di grigio. Nel 
grafico (a) sono stati monitorate le assorbanze dei lucidi usando l’aria come riferimento 
(bianco); invece nel grafico (b) si è utilizzato come riferimento (bianco) la carta da lucido. 
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Come dimostrano i risultati esposti nei grafici di figura 3.13, le gradazioni di grigio stampate su 
carta da lucido assorbono più o meno intensamente lungo lo spettro di lunghezze d’onda di nostro 
interesse aumentando verso il vicino UV. Nel grafico a) si è voluto verificare anche l’assorbanza 
della carta da lucido (linea blu) per assicurarsi se il problema derivi dalle colorazioni o dal tipo di 
materiale di supporto utilizzato. Come si può notare, lungo l’intero spettro di lunghezze d’onda, la 
carta da lucido presenta un salto di 0.32 punti di assorbanza e, rispetto alle gradazioni di grigio 
adottate, è quella che influisce meno. Il grafico b) invece indica l’assorbanza caratteristica delle 
gradazioni di grigio usate, visto che come riferimento è stata utilizzata la carta da lucido. 
Questi risultati ci informano che, visto che i processi di stampaggio si basano sulla tecnica RBG 
(combinazione di colori di Rosso, Blu e Giallo), adottare un sistema di controllo dell’intensità 
usando stampaggio su carta (o altro tipo di matrice) non è conforme all’uso che si deve fare in 
questo lavoro. 
 
3.5.3.2 Irraggiamento: soluzione 
Il sistema a diverse tonalità di grigio permette il passaggio di un fissato flusso luminoso su ogni 
sezione ma scherma parte della radiazioni alle lunghezze d’onda in cui assorbe la clorofilla (ed i 
carotenoidi).  
Il duplice obiettivo che il sistema deve essere in grado di raggiungere è: 
1. lasciar passare un determinato flusso luminoso; 
2. non assorbire alle lunghezze d’onda dove assorbono i pigmenti fotosintetici. 
Con l’utilizzo di filtri passa-banda è possibile lasciar passare la radiazione appartenente ad un 
fissato range di lunghezze d’onda ma l’intensità del flusso luminoso dovrà poi essere ridotto da un 
altro filtro; il concetto è quello che con una serie di filtri sovrapposti è possibile creare le condizioni 
desiderate ma lo spessore finale del filtro risulta essere troppo elevato. 
Non potendo ottenere completamente queste proprietà in un unico dispositivo si è arrivati ad un 
compromesso e si è utilizzato un filtro ottico neutro. Possono essere costruiti sia in materiale 
polimerico che in vetro; quest’ultimo presenta una qualità maggiore ma è più delicato e costoso, 
mentre il materiale polimerico è più economico ma poco resistente ai graffi. 
Questa tipologia di filtro (spesso utilizzati in ambito fotografico) è in grado di tagliare in modo 
uniforme le lunghezze d’onda appartenenti allo spettro del Visibile e quindi presenta un’assorbanza 
pressoché costante nel range di lunghezze d’onda di interesse. Si consideri la relazione: 
 
A = - log10 ቀP0P ቁ  = - log10(T)          , (3.1) 
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dove A è l’assorbanza dell’oggetto in esame, P0 è la potenza della radiazione incidente, P è la 
potenza della radiazione passante mentre T è la trasmittanza. In pratica, scegliendo opportunamente 
il filtro neutro con una certa assorbanza (circa costante e quindi taglia in modo uniforme le 
lunghezze d’onda) è possibile ottenere una trasmittanza circa costante (e quindi un flusso luminoso 
passante circa costante). 
Risulta necessario però selezionare la densità ottica del filtro che di solito viene identificata come 
OD (Optical Density) o come ND (Neutral Density) e fa riferimento alla trasmittanza. In tabella 4.2 
si vogliono riportare alcuni valori di densità neutre e trasmittanze dei filtri più commercializzati. 
 
Densità ottica Trasmittanza 
ND 0.3 50 % 
ND 0.6 25 % 
ND 0.9 12.5% 
ND 1.2 6.25 % 
ND 1.5 3.125 % 
ND 1.8 1.563 % 
ND 2.1 0.781 % 
ND 3.0 0.098 % 
Tabella 3.2 Valori di trasmittanza dei filtri neutri più commercializzati. 
La selezione delle caratteristiche del filtro per lasciar passare un determinato flusso luminoso 
dipende, come si intuisce dall’equazione 3.1, dalla potenza della radiazione incidente (P0) e di 
conseguenza da due fattori: 
- posizione relativa (distanza) tra sorgente e superficie incidente (chip); 
- flusso / intensità emanato della sorgente. 
Quindi, ipotizzando di aver selezionato un determinato filtro con una certa trasmittanza o densità 
ottica, il flusso luminoso passante voluto sarà fissato solo se si mantengono costanti, durante tutte le 
repliche biologiche, i due fattori sopra esposti. Eventualmente, per migliorare le qualità ottiche, Si 
potrebbe pensare di progettare filtri appositi in funzioni delle proprietà radianti (spettri di 
emissione) della sorgente ma, in ogni caso, non ci si può svincolare molto dalle condizione sopra 
esposte. In definitiva l’aggiunta di un sistema di controllo dell’intensità luminosa rende il sistema 
complessivo (sorgente + chip + controllo intensità) più delicato dal punto di vista tecnico ma più 
interessante e flessibile per fini analitici. 
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3.5.3.3 Irraggiamento: selezione del filtro 
Per i motivi sopra esposti si sono volute effettuare analisi di assorbanza di più tipologie di filtro. In 
particolare, in figura 3.14, si sono voluti confrontare graficamente gli spettri di: 
- filtri stampati su carta da lucido, colore grigio e nero; 
- filtri ottici in PMMA della GoPro ad ND 0.9 e ND 1.2; 
- filtri ottici in gelatina, colore nero e grigio. 
 
 
Figura 3.14  Spettri di assorbimento (bianco ARIA) dei vari materiali pensati per la 
costruzione del dispositivo di regolazione dell’intensità. Dal basso: curva VIOLA e VERDE 
relative ai filtri in gelatina; curva BLU ed ARANCIONE relative ai filtri neutri della GoPRO 
rispettivamente ND0.9 ed ND1.2; curva CELESTE relativa alla carta da lucido; curve 
ROSSO e NERO relative a carta da lucido rispettivamente stampata GRIGIO e NERO. 
 
Questo confronto ha permesso di selezionare il miglior filtro a disposizione e si sono scelti quelli 
per cui lo spettro di assorbimento presenta una maggior uniformità di assorbimento nel range di 
lunghezze d’onda di utilizzo (e quindi un taglio delle intensità del flusso fotonico più omogeneo). 
In questo lavoro si sono adoperati filtri neutri in gelatina.  
Da prove effettuate con il fotometro (LI-COR 250A della Biosciences) si sono ricavati i valori dei 
flussi trasmessi. In tabella 4.3 si vogliono riassumere i risultati che hanno permesso poi di decidere 
come costruire il dispositivo nelle singole sezioni. 
 




N = nero 
 G = grigio 
Flusso incidente 
[μE m-2 s-1] 
Flusso trasmesso 















N 365 81.0 22.19 % 
N + N 365 19.5 5.34 % 
N + N + N 365 5.4 1.48 % 
N + N + N + N 366 2.4 0.66 % 
G 367 183 49.75 % 
G + G 366 88.5 24.18 % 
G + G + G 366 43.7 11.94 % 
N + G 361 39.3 10.89 % 
N + N + G 364 10.2 2.80 % 
N + G + G 362 20.3 5.61 % 









N 1040 269.0 25.87 % 
N + N 1042 72.3 6.94 % 
N + N + N 1042 20.3 1.95 % 
N + N + N + N 1045 6.4 0.61 % 
G 1046 531.0 50.76 % 
G + G 1045 278.0 26.60 % 
G + G + G 1046 142.8 13.65 % 
N + G 1043 143.0 13.71 % 
N + N + G 1043 39.0 3.74 % 
N + G + G 1039 72.8 7.01 % 
N + N + G + G 1039 20.7 1.99 % 
Tabella 3.3 Tabella riassuntiva delle misurazioni dei flussi luminosi incidenti e passanti 
attraverso i filtri in gelatina.  
In definitiva, per evitare l’assorbimento delle lunghezze d’onda necessarie all’eccitazione della 
clorofilla da parte del filtro, si è optato per l’utilizzo di filtri in gelatina che, come si può osservare 
dal loro spettro di emissione in figura 3.14 (curve viola e verde) , riescono a tagliare in modo più 
uniforme l’intensità luminosa. La sorgente utilizzata è una lampada a fluorescenza e di conseguenza 
per poter garantire un flusso luminoso passante vicino ai valori scelti (di LL e di ML) si è costruito 
un dispositivo formato da un unico filtro nero per ottenere la media luce mentre la bassa luce si è 
raggiunta mediante sovrapposizione di tre filtri neri. La sezione del chip destinata alla crescita in 
HL non presenta alcun sistema di filtraggio ottico. Il dispositivo finale è raffigurato in figura 3.15. 
 




Figura 3.15  Fotografia del dispositivo di controllo dell’intensità luminosa. Si possono 
distinguere le tre sezione destinate alla bassa luce (sezione di sinistra), media luce (sezione 
centrale) ed alta luce (sezione di destra). 
  





In questo capitolo si vorrà presentare e giustificare il metodo di analisi utilizzato per verificare la 
crescita microalgale soffermandosi sulle implicazioni che la mancata agitazione della coltura 
produce nei risultati. Si inizieranno allora a presentare alcuni concetti sui quali si basano le tecniche 
ottiche utilizzate, per passare poi a presentare la tecnica messa a punto, concludendo con la 
presentazione della funzione di fitting utilizzata per interpolare i dati sperimentali e le informazioni 
(parametri di crescita) che da esse è possibile ottenere. 
Questo capitolo è la descrizione formale di ciò che verrà presentato nel Capitolo 5 e Capitolo 6 nei 
quali si esporranno rispettivamente i risultati derivanti dalle prove. 
 
 
4.1 Tecnica di monitoraggio della crescita 
Uno dei metodi classici per poter determinare la crescita cellulare è quella di eseguire delle conte 
cellulari. Queste possono essere rilevate con un microscopio ottico (implementato con software in 
grado di analizzare le immagini) o attraverso un conta cellule automatico. Tuttavia, qualsiasi 
metodo si scelga, l’aliquota posta in esame non può più essere recuperata. La quantità di coltura da 
sottoporre ad analisi è comunque molto piccola (trattasi di decine di μL) e quindi nei sistemi classici 
di crescita (ad esempio le beute) questa può essere trascurabile rispetto all’intero volume di coltura 
da cui viene prelevata. 
Nel caso del lavoro svolto, l’utilizzo del microreattore impedisce di poter sfruttare tali metodi 
perché il prelievo dai pozzetti di simili volumi comporterebbe l’eliminazione di almeno il 50% della 
coltura, impedendo di proseguirne la crescita. Necessita allora trovare una tecnica di monitoraggio 
“non distruttiva” cioè che permetta di non compromettere il contenuto di ogni pozzetto. 
Come descritto nei paragrafi §3.1 e §3.2, Nannochloropsis gaditana è un microorganismo acquatico 
la cui crescita dipende in gran parte dall’efficienza con cui riesce a sfruttare l’energia luminosa. La 
clorofilla è la molecola responsabile della cattura dell’ energia necessaria alla sua crescita ed il suo 
contenuto per cellula è stabile nel tempo se le condizioni di crescita si mantengono costanti. 
Monitorando l’incremento nel contenuto di clorofilla del campione, sarà possibile quindi ricavare 
direttamente il numero di cellule presenti nello stesso, in modo non distruttivo. 
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4.1.1 Fluorescenza 
In modo generale, per luminescenza vengono compresi tutti i fenomeni che portano all’emissione di 
luce visibile da parte della materia. Se la natura della sorgente di energia eccitante è di tipo 
elettromagnetico allora si parla di fotoluminescenza ed esistono tre tipi di fenomeni fondamentali: 
fluorescenza (atomica o molecolare), fosforescenza (molecolare) ed emissione Raman. 
Quando un fotone di frequenza appropriata colpisce una molecola, gli elettroni dei doppi legami 
passano da uno stato fondamentale S0 ad un livello energetico più alto o stato eccitato di singoletto 
Si (con i = 1, 2,…) per effetto di un rapidissimo assorbimento (10-15 s). Gli stati elettronici eccitati 
possono evolvere con diversi meccanismi. Dopo aver assorbito un fotone ħ∙ν, la molecola decade 
allo stato iniziale, e il decadimento può avvenire in due modi: 
1. decadimento radiativo: emissione di un fotone (fenomeno radiante); 
2. decadimento non – radiativo: emissione di calore (fenomeno non radiante). 
La fluorescenza è una caso di decadimento radiativo. Nella figura seguente si vuole fornire una 
rappresentazione semplificata dei meccanismi di decadimento. 
 
 
Figura 4.1 Diagramma di Jablonski. Rappresentazione delle possibili vie di decadimento 
energetico. Nel grafico le abbreviazioni indicano: A = Assorbimento; RF = Fluorescenza di 
Risonanza; NF = Fluorescenza Normale; VR = Rilassamento Vibrazionale; P = Fosforescenza. 
Gli stati energetici sono identificati da: S = stato di singoletto; T  = stato eccitato di tripletto. 
 
 
Come si può vedere esistono due decadimenti radioattivi di fluorescenza: 
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- fluorescenza di risonanza (RF): emissione di un fotone di energia pari a quello assorbito; 
- fluorescenza normale (NF): avviene a seguito di un rilassamento vibrazionale che non 
comporta emissione di onde elettromagnetiche e che porta l’elettrone esterno al più basso 
livello vibrazionale dello stato eccitato in cui si trova. La molecola infine decade 
rapidamente (10-7 ÷ 10-9 s)  emettendo un fotone di energia E' = ħ ∙ ν' inferiore rispetto a 
quello assorbito. 
 
4.1.2 Fluorescenza dei pigmenti 
Estendendo quanto detto nel paragrafo precedente al processo fotochimico, l’assorbimento di 
energia luminosa comporta l’attivazione di uno o più elettroni periferici dei doppi legami coniugati 
presenti nei pigmenti (che per l’appunto, contengono un elevato numero di doppi). 
In particolare, gli elettroni dei pigmenti antenna al primo stato di singoletto decadono 
radiativamente trasferendo energia di eccitazione per risonanza dipolo-dipolo (effetto Förster) 
oppure per risonanza di scambio (effetto Dexter), in tempi dell’ordine dei picosecondi. Il 
trasferimento per risonanza richiede pertanto che lo spettro di assorbimento del pigmento accettore 
dell’energia si sovrapponga almeno in parte allo spettro di emissione del pigmento donatore e che il 
pigmento accettore abbia un picco di assorbimento ad una lunghezza d’onda (λ) maggiore di quello 
del pigmento donatore. La struttura e l’organizzazione dei due fotosistemi, come precedentemente 
descritto nella prima parte del capitolo 3, rendono possibile tale processo fotochimico (Maffei, 
1998). In tal modo l’energia assorbita dai pigmenti antenna viene progressivamente convogliata da 
pigmento a pigmento antenna verso il centro di reazione. Man mano che ci si avvicina al centro di 
reazione i pigmenti assorbono a λ maggiori, come il P680. L’energia dello stato di eccitazione che 
arriva al centro di reazione è minore di quella alla periferia del complesso antenna. Si genera un 
incanalamento, o effetto imbuto, delle eccitazioni del sistema antenna verso il centro di reazione  
(Taiz e Zeiger, 2002). 
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Figura 4.2  (A) lo stato energetico eccitato dei pigmenti aumenta con la distanza dal centro 
di reazione; quindi i pigmenti più vicini al centro di reazione possiedono minor energia 
rispetto a quelli più esterni. Questa condizione crea un gradiente energetico. (B) 
trasferimento energetico avviato per mezzo del gradiente. 
 
Questo gradiente energetico assicura che il trasferimento di eccitazione verso il centro di reazione 
sia energeticamente favorevole e che venga sfavorito il trasferimento di eccitazione in direzione 
inversa, verso le parti periferiche dell’antenna. Durante questo trasferimento una parte di energia è 
naturalmente persa nell’ambiente sotto forma di calore, ma fondamentalmente tutta l’eccitazione 
assorbita dai complessi antenna viene donata al centro di reazione. Inoltre, l’energia dello stato S1 
della clorofilla a, oltre a giungere al centro di reazione, decade anch’essa con emissione in 
fluorescenza o passaggio ad un ulteriore stadio molecolare noto come tripletto. 
L’emissione di fluorescenza dai cloroplasti è attribuita prevalentemente alle molecole di clorofilla a 
nei complessi antenna e a quelle associate ai centri di reazione; l’efficienza quantica della 
fluorescenza ΦF viene definita come: 
 
ΦF =  
F
Ia
            , (4.1) 
 
dove F indica il numero di fotoni emessi come fluorescenza mentre Ia il numero di fotoni assorbiti. 
Il rendimento teorico della fluorescenza della clorofilla a arriva al massimo al 4% (e con le tecniche 
a nostra disposizione è possibile rilevare tra l’1% ed il 2% di tale rendimento) ma ciò è sufficiente 
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4.1.3 Misurazione del segnale di fluorescenza grazie alla tecnica PAM 
La misurazione della fluorescenza è stata effettuata tramite PAM-Imaging.  
Il PAM (Pulse Amplitude Modulation) è uno strumento che permette la modulazione del segnale in 
cui l’informazione è codificata nell’ampiezza di una serie di impulsi (elettrici o elettromagnetici). 
Esistono due tipologie di segnale: analogico e digitale. Il segnale analogico è un segnale continuo 
che può essere descritto mediante una funzione continua; il segnale digitale è un segnale 
discontinuo o discreto o codificato che può essere descritto con una sequenza di numeri. 
Il processo svolto dal PAM consiste in un’operazione di conversione analogico – digitale dove il 
segnale continuo in entrata viene elaborato come indicato nel seguente diagramma a blocchi: 
 
 
Figura 4.3  Diagramma a blocchi del processo generale di conversione del segnale 
analogico – digitale (ADC). 
 





 (a) (b) 
 
Figura 4.4  Modulazione segnale mediante tecnica PAM. In (a) lo schema con i relativi input 
ed output del modulatore; in (b) invece viene schematizzato come il segnale analogico avente 
una certo andamento (spaziale o temporale) viene modulato mediante una sequenza di 
impulsi rettangolari (caso ideale quando sono perfettamente rettangolari). Nel grafico in 
basso viene rappresentato il segnale in uscita, modulato mediante tecnica PAM. 
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Esistono quindi quattro operazioni principali: 




Il segnale in entrata viene filtrato da un filtro ottico passa-basso che permette il passaggio delle sole 
frequenze inferiori ad una frequenza prefissata detta frequenza di taglio. 
Il segnale analogico filtrato viene poi convertito in un segnale discreto nel tempo, per mezzo di un 




Figura 4.5  Esempio di campionamento di un segnale analogico. Nel grafico in alto viene 
rappresentato l’andamento temporale di un segnale analogico avente andamento sinusoidale; 
questo viene campionato mediante una sequenza di impulsi rettangolari aventi una certa 
frequenza (grafico nel centro); nel grafico inferiore invece viene rappresentato il segnale 
analogico campionato ad intervalli di tempo costanti. 
 
In questa fase di campionamento ci si pone il problema di fissare il numero di impulsi di 
campionamento necessari per riprodurre fedelmente l’informazione contenuta nel segnale continuo. 
Viene così definito una frequenza di campionamento tale che rispetti il Teorema di Nyquist – 
Shannon: la frequenza minima di campionamento (fS) deve essere almeno pari al doppio della 
massima frequenza presente nello spettro del segnale campionato (fM): 
 
fS ≥ 2fM             . (4.2) 
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Se non rispettata tale condizione si riscontra l’effetto di aliasin. Nell’elaborazione numerica dei 
segnali, l’aliasing è quel fenomeno nel quale due segnali analogici risultano essere indistinguibili 
dopo essere stati campionati con la conseguente perdita dell’informazione e possibile distorsione 
del segnale quando questo viene successivamente ricostruito. In generale per evitare questo è 
necessario: 
- adottare una frequenza di campionamento superiore se non si vogliono perdere le informazioni 
contenute nelle componenti ad alta frequenza del segnale analogico acquisito; 
- adottare un filtraggio anti-aliasing (filtro passa-basso) così da eliminare le frequenze contenute 
nel segnale analogico superiori alla frequenza di Nyquist del campionatore. 
Per poter rendere trasmissibile e codificabile un segnale campionato in forma numerica è necessario 
che esso possa avere un numero finito di valori nel codominio; per ottenere questo si discretizza il 
codominio suddividendolo in livelli. Il processo che permette questo è detto quantizzazione. In esso, 
i valori della grandezza campionata vengono limitati da dei valori di massimo e di minimo scelti 




Figura 4.6 Il segnale in uscita dal campionatore (grafico in alto) rappresenta l’ingresso del 
quantizzatore. In esso il codominio viene discretizzato in livelli (linee orizzontali continue nel 
grafico in basso). Tanto più vicini sono i livelli e tanto migliore si potrà riprodurre il segnale 
campionato. 
 
Figura 4.7 Esempio di modulazione di una sinusoide di periodo T. In (a) è il segnale 
analogico da modulare ossia un segnale con valori di ampiezze e tempo continui; in (b) il 
segnale discretizzato nel tempo in uscita dal campionatore; in (c) il segnale discretizzato nel 
codominio in uscita dal quantizzatore. 
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La quantizzazione può essere uniforme o non uniforme a seconda che gli intervalli di 
discretizzazione (livelli) siano equamente spaziati o meno. 
In definitiva, il segnale in uscita dal quantizzatore risulterà essere discretizzato sia nel tempo e sia 
nel codominio (grandezza misurata). Tuttavia il processo di quantizzazione introduce degli errori 
definiti errori tanto più piccoli quanto più elevato è il numero di livelli di discretizzazione. Questo 
errore è una variabile casuale e deriva dalla differenza tra il valore che assume il segnale una volta 
quantizzato ed il valore nel campo del continuo o, in altre parole, la differenza del valore del 
segnale dopo e prima di essere stato discretizzato. 
Il segnale campionato e quantizzato viene infine codificato ossia si attribuisce a ciascun livello di 
quantizzazione un diverso codice che solitamente è di tipo binario (cioè una sequenza di bit). In 
pratica per ciascun valore del segnale modulato ad ogni intervallo di campionamento è attribuita 
una codifica binaria (Figura 4.8). In tal modo è possibile fornire una descrizione numerica del 




Figura 4.8  Rappresentazione di come il segnale analogico in entrata 
viene modulato fino alla sua codifica. Il segnale in uscita è un segnale 
digitale. 
 
4.1.4 Conversione del segnale digitale in valore fluorescenza 
Il segnale digitale ottenuto mediante modulazione PAM è, come detto, una sequenza di numeri 
binari che può essere quindi elaborata con un software. È possibile allora attribuire a ciascuna 
sequenza binaria presente nel segnale un corrispettivo valore in scala decimale. 
Il segnale nel caso del lavoro in esame è quello di fluorescenza emesso dalla clorofilla a quando 
viene eccitata da un impulso luminoso. Il segnale verrà rilevato, elaborato e convertito in una 
sequenza binaria che contiene in sé tutte le informazioni sulla variabile misurata: la fluorescenza 
della clorofilla. 
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Lo strumento utilizzato su cui si basa quanto scritto nel §4.1.3 è il FluorCam. Per maggiori dettagli 
sullo strumento e sul protocollo utilizzato si veda il paragrafo seguente. 
 
4.1.5 FluorCam FC-800: descrizione e protocollo 
Lo strumento FluorCam FC-800 (figura 4.9-a) è una tipologia di fluorimetro costituito 
principalmente da una CCD camera (Charge-Coupled Device) in grado di catturare l’immagine di 
fluorescenza del campione in esame (rilevatore) ed un’unità di controllo con la funzione di 
comandare l’intensità delle luci secondo il protocollo impostato e di accettare il segnale di 
fluorescenza che la camera rileva. Per una migliore comprensione si veda lo schema di 





 (a) (b) 
Figura 4.9  a) strumento utilizzato per il monitoraggio della fluorescenza: FluorCam FC-
800; b) schema di funzionamento dello strumento. 
 
Lo strumento è dotato di due luci attiniche (in grado di indurre il processo fotosintetico): una nel 
rosso in grado di attivare esclusivamente il PSII (ma non il PSI, il quale viene attivato nel lontano 
rosso) e identificata come “Act1” ed una bianca che attiva l’intero apparato fotosintetico e 
identificata come “Act2”. 
Tutte le luci al led non hanno delle posizioni regolabili, così è necessario: 
- impostare la distanza tra campione e camera regolando l’altezza del ripiano porta campione; 
- regolare lo zoom della camera. 
Entrambe le operazioni non sono automatizzate e devono essere modificate manualmente. 
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Sono state effettuate due tipologie di analisi: 
1. un’analisi Fv/Fm; 
2. una “Quenching Analysis” per ricavare parametri come la resa quantica massima del PSII 
(PSII Maximum Quantum Yield, Qy_max) ed il Non-Photochemical-Quenching (NPQ). 
 
4.1.5.1 Protocolli impiegati 
Per ottenere dati affidabili sull’efficienza fotosintetica occorre distinguere tra le diverse vie di 
rilassamento energetico impiegate dal microorganismo al cessare dell’eccitazione; in definitiva 
occorre distinguere tra il processo fotochimico e quello non-fotochimico.  
 TECNICA 1: “inibizione” di uno dei due processi (la fotosintesi) al fine di monitorare solo 
la fluorescenza derivante dall’altro. 
 TECNICA 2 (Quick e Orton, 1984) : tecnica del raddoppiamento della luce che permette 
l’annullamento dell’estinzione fotochimica.  
Le analisi Fv/Fm condotte al FluorCam si basano sulla seconda tecnica. Si tratta di sottoporre la 
microalga ad un impulso luminoso rettangolare di breve durata ed elevata intensità (flash o impulso 
saturante) che ha lo scopo di chiudere temporaneamente tutti i centri di reazione del PSII. La breve 
durata del flash consente di non influire significativamente sulla fotosintesi. 
Qualsiasi analisi prevede una fase iniziale di preadattamento (dark-adaption) nella quale il chip 
viene posto al buio per 20 minuti. Questa fase è essenziale perché costringe le antenne nei centri di 
reazione ad aprirsi e rendersi disponibili per sfruttare il più possibile l’eventuale radiazione 
incidente, successivamente fornita al campione (avviando il processo fotosintetico). Quando i centri 
di reazione sono aperti si dice che sono fotosinteticamente attivi (il valore del segnale di 
fluorescenza è nullo) mentre quando sono chiusi sono fotosinteticamente inattivi. 
A seguire la fase di adattamento al buio, le microalghe sono sottoposte ad una serie di deboli 
impulsi luminosi rettangolari provenienti dalle lampade dello strumento. L’energia emessa da 
queste non avvia alcun processo fotochimico ma sono in grado di promuovere un segnale minimo di 
fluorescenza quando tutti i centri di reazione sono aperti: la fluorescenza di fondo F0 (effetto 
Kautsky). 
Successivamente, durante il flash il valore di fluorescenza emessa dalla clorofilla corrisponderebbe 
al massimo valore di fluorescenza ottenibile: la fluorescenza massima Fm. Tale segnale ha intensità 
equivalente a quello che potrebbe essere ottenuto in assenza di estinzione fotochimica. 
Il valore di Fv/Fm viene quindi calcolato secondo la formula (Fm – F0) / Fm ed esso rappresenta con 
un valore numerico la funzionalità del PSII e quindi dell’intero processo fotochimico. 
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La “quenching analysis” è un’analisi più completa e presenta una parte iniziale uguale all’analisi 
Fv/Fm seguita da una fase in cui si monitora nel tempo la fluorescenza variabile Fv od in altre parole 
il quenching fotochimico (Photochemical Quenching, qP). 
In figura 4.10 è rappresentato graficamente il protocollo usato nella “quenching analysis” mentre in 




Figura 4.10  Rappresentazione ideale del protocollo utilizzato nella “quenchin analysis” con 
l’andamento ideale della fluorescenza. 
 
Dopo l’iniziale rilevamento del valore di Fv/Fm, si attiva la luce attinica “Act 2” per 5 minuti 
durante i quali il campione viene sottoposto a sei flash intervallati circa 50 secondi l’uno dall’altro. 
In questa fase di luce si attivano i centri di reazione del PSI e del PSII. Si registra una cinetica 
decrescente di emissione di fluorescenza (induzione dell’effetto Kautsky) che viene studiata grazie 
a sei impulsi luminosi saturanti. 
L’analisi si conclude con un periodo di rilassamento al buio (dark relaxation) della durata di 3 
minuti all’interno del quale vengono posti 4 impulsi luminosi saturanti, per indagare la cinetica di 
rilassamento della fluorescenza. 
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Figura 4.11   Rappresentazione dell’andamento della fluorescenza derivante dalla 
“quenching analysis”. 
 
Per completezza si forniscono i valori relativi alle intensità di luce usate nelle analisi e alle 
impostazioni della camera (rilevatore): tempo di otturazione e sensibilità. Il tempo di otturazione è 
espresso in [ms] e deve essere inferiore ai 20 ms mentre i valori di sensibilità ed intensità luminosa 
sono espressi in percentuale. Questi ultimi rispetto alla massima intensità della rispettiva lampada: 
attinica o saturante. 
 
 Otturatore: Shutter = 2 ms 
 Sensibilità otturatore: Sensitivity = 40.5 % 
 Luce attinica 1: Act1 = 0 % 
 Luce attinica 2: Act2 = 22 % 
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4.2 Elaborazione dei dati 
Gli output di interesse derivanti dalle due analisi ed utilizzati in questo lavoro sono: 
- F0 (fluorescenza di fondo) : valore minimo del segnale di fluorescenza corrispondente alle 
condizioni di microalghe adattate al buio. Numero puro. 
- Fm (fluorescenza massima) : valore massimo del segnale di fluorescenza ottenuto con i 
centri di reazione aperti a seguito del flash saturante. Numero puro. 
- Fv (fluorescenza variabile) : differenza tra il valore di fluorescenza massima e quella di 
fondo; Fv = Fm – F0. Esprime la fluorescenza “netta” valutata con centri di reazione aperti. 
Numero puro. 
- Qy_max (Maximum Quantum Yield) : rapporto tra fluorescenza variabile e fluorescenza 
massima; Φmax = Fv/Fm. È la massima efficienza fotosintetica del PSII ed è un indicazione 
sul numero massimo di centri di reazione aperti e quindi disponibili per la fotosintesi. 
- NPQ (Non-Photochemical-Quenching) : meccanismo di foto-protezione nel quale la 
molecola di clorofilla allo stato eccitato ritorna allo stato energetico iniziale mediante 
emissione di energia sotto forma di calore (vibrazioni molecolari). Questo meccanismo evita 
la possibilità che la clorofilla passi allo stato di tripletto. La clorofilla allo stato di tripletto è 
infatti un foto-sensibilizzante per l’ossigeno molecolare ad ossigeno singoletto (radicale 
ossidrile) il quale può causare danni ossidativi ai pigmenti, lipidi e proteine nella membrana 
tilacoidale. 
Da un punto di vista concettuale, i parametri di fluorescenza sopra elencati sono in qualche modo 
legati sia all’efficienza con cui l’apparato fotosintetico del microorganismo riesce a sfruttare la 
radiazione, sia alla quantità di clorofilla eccitata in grado di dare fluorescenza. Per sviluppare una 
metodica non invasiva per il monitoraggio della crescita cellulare si è quindi deciso di correlare la 
fluorescenza emessa, alla quantità di clorofilla presente nel campione. Poiché la quantità di 
clorofilla presente in una cellula rimane costante nel tempo se le condizioni di crescita a cui viene 
sottoposta si mantengono stabili, monitorando l’aumento di fluorescenza del campione sarà 
possibile seguirne la crescita cellulare.  
A questa metodologia si è voluto dedicare il paragrafo §4.2.2. 
 
 
4.2.1 Indagine preliminare 
Prima di sottoporre all’analisi Nannochloropsis gaditana, è stata effettuata un’indagine preliminare 
con altre specie microalgali al duplice scopo di verificare se le microalghe crescono nell’ambiente 
del microchip e l’applicabilità della metodica per il monitoraggio della loro crescita. 
I risultati dell’indagine di seguito esposta sono relativi a Chlorella vulgaris. 
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Per verificare la crescita si è partiti da Chlorella vulgaris acclimatata in beuta a 55 μE m-2 s-1 e si è 
pensato di inoculare 5 differenti concentrazioni cellulari ciascuna in triplice copia andando 
successivamente a monitorare nel tempo i valori di fluorescenza della clorofilla. I risultati medi con 




Figura 4.12 Andamento temporale del valore di fluorescenza di fondo F0 e fluorescenza 
massima Fm per differenti valori di concentrazione iniziale. 
Ad irraggiamento costante, le informazioni che si ottengono da questa analisi sono: 
- un incremento del valore di fluorescenza nel tempo. Di conseguenza sarebbe possibile 
quantificare la crescita disponendo di una relazione in grado di relazionare tale valore con la 
concentrazione microalgale; 
- è preferibile impiegare il valore di fluorescenza massima Fm visto la maggior intensità di 
segnale rispetto alla fluorescenza di fondo F0. 
Con tali risultati si è cercato successivamente di trovare una relazione matematica che permetta di 
correlare il valore di fluorescenza alla concentrazione microalgale. In figura 4.13 si illustra il 
risultato ottenuto inoculando le stesse concentrazioni inziali di cui sopra ed eseguendo una conta 
cellulare a periodi di tempo differenti preceduta da analisi al FluorCam. I grafici in figura 4.13 sono 
il risultato della correlazione tra queste due variabili. 
 
 




Figura 4.13  Correlazione tra il valore di fluorescenza e la concentrazione microalgale. I tre 
grafici sopra prendono in considerazione la fluorescenza di fondo mentre quelli sotto la 
fluorescenza massima. 
In modo del tutto qualitativo si può notare come il valore di fluorescenza cresca all’aumentare della 
concentrazione e che per valori elevati di quest’ultima il valore di fluorescenza (sia quella di fondo 
e sia quella massima) raggiunga un plateau. Il comportamento esposto in Figura 4.13 dipende dal 
tipo di microalga e dall’acclimatazione visto che il valore di fluorescenza è correlato alla quantità di 
clorofilla totale presente nelle microalghe. 
Tuttavia il più importante risultato che emerge da quest’analisi è che, per Chlorella vulgaris e per 
valori di concentrazione più bassi, sembrerebbe esserci linearità tra concentrazione ed intensità di 
fluorescenza (grafici di destra in Figura 4.13). 
È proprio su quest’ultima osservazione che si basa il primo esperimento con Nannochloropsis 
gaditana: identificare il possibile intervallo di linearità tra i due parametri in questione al fine di 
stabilire la funzione matematica che descriva la loro correlazione. 
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4.2.2  Correlazione tra fluorescenza e concentrazione cellulare 
Riassumendo, è stato necessario trovare una tecnica di analisi “non distruttiva” per monitorare la 
crescita e per tal motivo si è pensato di utilizzare il valore di fluorescenza della clorofilla e di 
correlarlo con la concentrazione cellulare. Tuttavia questo modo di operare ha introdotto un 
problema: 
- Problema analitico: lo strumento è in grado di rilevare un valore numerico di fluorescenza 
entro dei limiti di sensibilità. Esiste un limite minimo legato alla capacità che ha lo 
strumento di rilevare il segnale di fluorescenza ed un limite massimo legato alla saturazione 
del segnale. 
In pratica il seguente grafico (figura 4.14) esprime qualitativamente il range di operabilità entro il 
quale confinare i risultati delle analisi. 
 
 
Figura 4.14  Grafico qualitativo indicante i limiti di operabilità. Cmin è la concentrazione 
minima da inoculare per ottenere il minimo segnale di fluorescenza rilevabile dallo strumento 
Fmin; Cmax è il massimo valore di concentrazione ammissibile dopo il quale il segnale si 
satura. 
 
4.2.2.1 Metodo sfruttato per stabilire la correlazione 
Ogni correlazione è effettuata ad irraggiamento costante (in quanto le microalghe mantengono il 
contenuto di clorofilla costante se le condizioni di irraggiamento sono costanti) ed ogni 
concentrazione cellulare è stata inoculata in triplice copia per associare anche della validità 
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statistica alla metodica. In base al numero di pozzetti totali in un chip (n°45 pozzetti) sono allora 




Figura 4.15 Schematizzazione della configurazione di inoculo iniziale (t = 0 ore) per 
costruire la correlazione tra fluorescenza e concentrazione cellulare. I pozzetti all’interno di 
un singolo rettangolo hanno lo stesso valore di concentrazione. Ogni rettangolo invece è da 
considerarsi a concentrazione differente. Si possono contare 15 diverse concentrazioni 
iniziali. 
Le microalghe da inoculare sono state prelevate da beute nelle quali le colture sono state nel tempo 
acclimatate a diverse condizioni di irraggiamento. Ad esempio, se l’analisi prevedeva di monitorare 
la crescita a 60 μE m-2 s-1 la coltura in crescita nella beuta doveva essere posta sotto tale intensità 
luminosa. Il mantenimento della coltura in beuta è stata garantita da rinnovi periodici (da 3 a 5 
giorni l’uno dall’altro a seconda dell’acclimatazione delle microalghe) con l’obiettivo di inoculare 
le microalghe nel chip quando queste venivano a trovarsi nella loro fase di crescita esponenziale. Il 
mantenimento consisteva nella eliminazione di metà volume di coltura ed aggiungere lo stesso 
volume di terreno arricchito. 
Si è pensato allora ad un intervallo di concentrazioni che partono tutte da uno stesso valore di 
concentrazione minimo Cmin (corrispondente al valore del segnale di fluorescenza minimo 
rilevabile) ma che aumentano secondo la seguente ipotesi. In modo qualitativo, minore è il valore di 
intensità luminosa e maggiore sarà la quantità di clorofilla che ciascuna microalga produrrà per 
sfruttare i fotoni incidenti; questo aumento di clorofilla porterà ad un aumento della fluorescenza 
(per ogni microalga) con conseguente saturazione del segnale a valori di concentrazione più bassi 
rispetto ad una coltura acclimatata a valori di irraggiamento maggiori. Per questo motivo gli 
incrementi percentuali sono stati variati a seconda dell’acclimatazione delle microalghe. 
In tabella 4.1 si riportano i 15 valori di concentrazione scelti per l’inoculo iniziale secondo la 
configurazione riportata in Figura 4.15. 
66 Elaborazione dei dati 
 
 





Cn+1 = Cn ∙ 
(1+X) 
Concentrazione 
[cells / μL] 
Incremento % 
Cn+1 = Cn ∙ 
(1+X) 
Concentrazione 
[cells / μL] 
Incremento % 
Cn+1 = Cn ∙ 
(1+X) 
Concentrazione 
[cells / μL] 
Incremento % 
Cn+1 = Cn ∙ 
(1+X) 
Concentrazione 
[cells / μL] 
      
1 - 3,125∙103 - 3.125∙103 - 3.125∙103 - 3,125∙10
3 
2 25 % 3,906∙103 30 % 4,063∙103 40 % 4,375∙103 40% 4,375∙10
3 
3 25 % 4,883∙103 30 % 5,281∙103 40 % 6,125∙103 40% 6,125∙10
3 
4 25 % 6,104∙103 30 % 6,866∙103 40 % 8,575∙103 40% 8,575∙10
3 
5 25 % 7,629∙103 30 % 8,925∙103 40 % 1,201∙104 40% 1,201∙10
4 
6 25 % 9,537∙103 30 % 1,160∙104 40 % 1,681∙104 40% 1,681∙10
4 
7 25 % 1,192∙104 30 % 1,508∙104 40 % 2,353∙104 40% 2,353∙10
4 
8 25 % 1,490∙104 30 % 1,961∙104 40 % 3,294∙104 40% 3,294∙10
4 
9 25 % 1,863∙104 30 % 2,549∙104 40 % 4,612∙104 45% 4,777∙10
4 
10 25 % 2,328∙104 30 % 3,314∙104 40 % 6,457∙104 45% 6,926∙10
4 
11 25 % 2,910∙104 30 % 4,308∙104 40 % 9,039∙104 45% 1,004∙10
5 
12 25 % 3,638∙104 30 % 5,601∙104 40 % 1,265∙105 45% 1,456∙10
5 
13 25 % 4,547∙104 30 % 7,281∙104 40 % 1,772∙105 45% 2,111∙10
5 
14 25 % 5,684∙104 30 % 9,465∙104 40 % 2,480∙105 45% 3,062∙10
5 
15 25 % 7,105∙104 30 % 1,230∙105 40 % 3,473∙105 45% 4,439∙10
5 
Tabella 4.1  Tabella contenente i valori dei 15 punti di taratura inoculati a t = 0 ore a seconda dell’intensità luminosa con cui sono state condotte le prove di 
crescita (6 μE, 65 μE, 360 μE). In aggiunta è stata effettuata anche una taratura a 1000 μE. 
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4.2.2.2 Taratura: protocollo di inoculo 
Nel protocollo utilizzato per inoculare il chip destinato alla taratura si considerano cellule in beuta 
già acclimatate ad una specifica intensità di luce. La fase operativa per l’inoculo avviene secondo la 
seguente procedura: 
1) Eseguire una conta cellulare al Nexcelom AutoX4 su aliquota da beuta di crescita (output di 
interesse: valore di concentrazione in fluorescenza). 
2) Conoscendo il numero totale di cellule da inoculare in un chip, si determina il volume da 
prelevare per ottenere quello specifico valore di cellule attraverso la relazione: 
Vesatto[mL]= N cellule totaliConcentrazione FR   
3) Si stima un prelievo maggiore rispetto a quello rilevato al punto 2 in modo da garantire un 
surplus di cellule; si calcola di conseguenza il numero di cellule prelevato. Il volume viene 
posto in una o più eppendorf (a seconda del volume che si vuole effettivamente prelevare 
e/o a seconda della volontà di condurre l’analisi “in doppio” per ragioni di sicurezza 
pratica). 
4) Si centrifugano le microalghe nelle eppendorf al fine di pelettarle sul fondo: 
- Velocità di rotazione: 3.5g. 
- Tempo di centrifugazione: 9 minuti. 
- Temperatura ambiente (22÷23°C). 
Si procede con l’eliminazione del surnatante che sarà costituito solo dal terreno di crescita. 
5) Si risospendono le microalghe con terreno di crescita fresco ad un volume complessivo che 
dipenderà dalla casistica. Solitamente il volume fresco aggiunto è inferiore rispetto a quello 
eliminato (surnatante) e per tal motivo la soluzione finale sarà più concentrata (questa 
costituirà la nuova soluzione madre). Per inoculi a più basse concentrazioni si dovrà 
preparare soluzione microalgale diluita a partire dalla nuova soluzione madre. Solitamente è 
sufficiente una soluzione diluita 1:10. 
In ogni caso, sia da soluzione madre sia da soluzione diluita, il volume prelevato per 
l’inoculo di un prefissato numero di cellule in un pozzetto dovrà essere: inferiore al volume 
del pozzetto stesso (40 μL) ma non troppo basso (prelievi di piccoli volumi possono 
comportare grandi errori). Riguardo al limite minimo di prelievo si è cercato di rimanere al 
di sopra i 2.00 μL. 
6) Inoculare il chip partendo dalla soluzione madre e soluzione diluita con i volumi necessari a 
garantire il numero di cellule voluto ed aggiungere volume di terreno fresco fino ad un 
volume totale di 40 μL. Per il calcolo di quest’ultimo si segue la relazione: 
 
Vterreno fresco[μL] = 40 - Vinoculo  . 
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A seguito dell’inoculo, il chip è stato posto ad analisi al FluorCam per ottenere i valori di 
fluorescenza. 
 
4.2.2.3   Risultati ottenuti dalla metodica di correlazione 
Come annunciato nel Capitolo 3, si sono adottate due tipologie di gabbie: in rete metallica ed in 
lamiera. Si è inizialmente utilizzata la gabbia in rete metallica effettuando delle prove di taratura 
con microalghe a differente acclimatazione: 6, 60, 360 e 1000 μE m-2 s-1. 
I risultati dei 15 punti di taratura scelti si sono rappresentati nel seguente grafico (figura 4.16). 
 
 
Figura 4.16  Rappresentazione grafica dei 15 punti scelti per alle varie acclimatazioni: 6 μE, 
65 μE, 360 μE  e 1000 μE. 
Come si può notare più chiaramente nelle rappresentazioni a 360 μE e 1000 μE, l’andamento della 
fluorescenza massima rispetto alla concentrazione presenta una linearità nel tratto iniziale 
dopodiché il valore di Fm dell’ultimo punto sperimentale inizia a raggiungere un plateau. Questo 
comportamento è legato al limite massimo strumentale di cui si accennava nel paragrafo § 4.2.1 e 
sta ad indicare la saturazione del segnale: per concentrazioni maggiori il valore di Fm tende ad 
oscillare attorno ad una valore medio che dipende dal tipo di microalga in esame e 
dall’acclimatazione. 
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Per questo motivo, il range operativo considerato si riferisce esclusivamente alla fase dove si 
riscontra linearità ed in esso si è effettuata una regressione lineare. I risultati delle tarature si sono 
riassunti nel grafico in figura 4.17. 
 
 
Figura 4.17  Rappresentazione grafica dei punti sperimentali nei quali si conservava 
linearità tra il valore di Fm ottenuto al FluorCam ed i valori di concentrazione inoculati al 
tempo t = 0 ore ed interpolazione lineare. Dispositivo di chiusura utilizzato: gabbia in rete 
metallica. 
Le diverse pendenze delle rette sono in accordo col fatto che cellule acclimatate ad irraggiamenti 
minori presentano un maggior contenuto di clorofilla al fine di catturare il maggior numero di fotoni 
per svolgere efficientemente la loro attività fotosintetica mentre, aumentando l’intensità di 
irraggiamento, il contenuto di clorofilla si abbassa in quanto il numero di fotoni incidenti sarebbe 
troppo elevato e, se assorbiti completamente, andrebbero ad aumentare il quenching-non-
fotochimico e innescare reazioni i cui prodotti risulterebbero essere nocivi per le stesse microalghe. 
Questo diverso contenuto di clorofilla è indicato dai differenti valori di Fm rilevati ed in particolare 
maggiore è l’irraggiamento e maggiore sarà il limite massimo del range di operabilità di 
concentrazione verso cui ci si potrà spingere. 
Nel caso fin qui presentato le microalghe si trovano sospese nel volume di crescita. 
Come descritto nel paragrafo § 3.4, il chip in questione non è dotato di sistemi di agitazione della 
massa contenuta in ciascun pozzetto e quindi le microalghe tenderanno a sedimentare negli istanti di 
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tempo successivi. Questo significa che la crescita verrebbe monitorata con le rette di taratura 
precedenti (ottenute con cellule in sospensione) in condizioni di cellule sedimentate. 
Per questo motivo necessita trovare un modo per eseguire la taratura quando le cellule sono 
sedimentate. Si è pensato allora di inoculare il chip nella stessa modalità presentata in Figura 4.15 
ma di effettuare l’analisi al FluorCam per la rilevazione di Fm una volta avvenuto l’evento di 
sedimentazione. A quest’analisi è seguita una conta cellulare al Nexcelom dato che il numero di 
cellule potrebbe essere variato nel tempo. 
Il seguente grafico esprime il confronto tra i risultati delle tarature effettuate con gabbia in rete 
metallica nel caso omogeneo e quello sedimentato. 
 
 
Figura 4.18  Confronto grafico tra tarature nel caso omogeneo (dove i valori di fluorescenza 
massima sono stati ricavati da microalghe in sospensione) e nel caso sedimentato. 
Dispositivo di chiusura utlizzato: gabbia in rete metallica. 
 
Da tener presente che i valori di Fm che lo strumento restituisce risentono della schermatura che la 
gabbia metallica genera. Per questo motivo si sono volute effettuare le tarature con microalghe allo 
stato sedimentato con entrambe le gabbie e nei seguenti grafici è possibile vederne le differenze. 
 




Figura 4.19  Correlazione tra fluorescenza e concentrazione cellulare allo stato 
SEDIMENTATO con le due tipologie di gabbie: effetto della schermatura della gabbia. Nel 
grafico di sinistra, relativo alle tarature valutate con la gabbia a rete (GR), i valori di Fm 
sono maggiori rispetto a quelli ricavati utilizzando la gabbia in lamiera (GL); confronto a 
parità di concentrazione. 
La taratura ha anche permesso un’analisi senza la parte superiore della gabbia e quindi il 
rilevamento del valore di Fm senza alcuna interferenza da parte della struttura. In Appendice C si 
vuole dimostrare l’intensità della schermatura ed esporre un possibile metodo sperimentale di 
correzione locale di tali valori di fluorescenza. 
La schermatura riduce l’intensità della radiazione incidente. Tuttavia l’effetto di questi fenomeni è 
insito nell’equazione empirica della retta e ai fini del monitoraggio della crescita l’aspetto più 
importante è che si utilizzi la retta di taratura corretta a seconda del dispositivo di chiusura utilizzato 
e che la crescita rimanga all’interno del range di concentrazione coperto dalla taratura. Infatti per 
valori troppo elevati di concentrazione entrano in gioco le dimensioni del sistema ed effetti legati 
alla sedimentazione: le microalghe non essendo agitate si depositano sul fondo del pozzetto e, man 
mano che la crescita prosegue, potrebbero stratificare. Di conseguenza si creerebbero effetti di 
ombreggiamento, apporto differente di energia luminosa nelle zone più interne, variazione 
(aumento) del contenuto di clorofilla. Inoltre il valore di concentrazione risulterebbe essere poco 
consistente visto che il valore di fluorescenza viene rilevato da un’immagine superficiale (dall’alto) 
e quindi risulterebbe essere tanto più affidabile quanto le microalghe riescono a crescere in uno 
strato monodimensionale; eventuale fluorescenza da parte di microalghe site nelle zone più 
sottostanti non verrebbe rilevata anche per effetto di fenomeni di assorbimento della stessa da parte 
delle microalghe adiacenti. 
72 Elaborazione dei dati 
 
Nella seguente figura si sono riassunte le varie casistiche a flusso luminoso differente senza il 
dispositivo di chiusura e con le due diverse gabbie. 
 
 
Figura 4.20  Confronto tra gli andamenti di Fm contro concentrazione cellulare al variare 
dell’intensità tra le due gabbie. 
È possibile vedere il diverso comportamento anche nelle immagini di fluorescenza e più 
precisamente confrontando i valori numerici delle scale colorimetriche. In figura 4.21 si è 
considerata solo la taratura a 60 μE m-2 s-1 ma le osservazioni sono estendibili anche agli altri casi. 
 
Questa indagine ha permesso non solo di confermare il diverso andamento della fluorescenza al 
variare dei flussi luminosi scelti ma anche di quantificare come essa varia al variare della 
concentrazione cellulare. In questo modo è possibile, senza alterare le condizioni ed il contenuto del 
volume di coltura nei pozzetti, monitorare la concentrazione cellulare nel tempo. I risultati che sono 
stati ottenuti mediante questa procedura sono stati esposti nel capitolo 5. 
 




Figura 4.21  Immagini di fluorescenza relative alla prova di taratura effettuata con microalghe acclimatate a 60 μE m-2 s-1 utilizzando la gabbia in lamiera 










Risultati sperimentali e modellazione 
 
 
Nel capitolo 3 sono state presentate le problematiche tecniche e tecnologiche e le rispettive 
soluzioni che sono state applicate al chip. Nel capitolo 4 si è discusso della tecnica sperimentale non 
invasiva che ha permesso la quantificazione della crescita cellulare, sfruttando il segnale di 
fluorescenza. In questo capitolo si vogliono raccogliere e discutere i risultati ottenuti dal 




5.1 Modelli di crescita: logistico e lineare 
Durante la conduzione di ciascuna prova sperimentale di crescita si sono ottenuti dei valori discreti 
di fluorescenza massima Fm che sono poi stati convertiti in valori discreti di concentrazione 
cellulare mediante le correlazioni esposte nel capitolo §4.2.2.3. 
In Appendice B (§ B2.2) viene descritto un modello di crescita: il modello logistico. Si riprende 
nell’eq. 5.1 la sua forma letterale adattata alle variabili considerate in questo lavoro: 
 
c(t) = A∙ቂ1 + e -μ' ∙ ൫t - p'൯ቃ-1  (5.1) 
 
Esso è un modello a 3 parametri (A [cells/μL], μ’  [ore-1], p’  [ore]) e la loro stima permette il suo 
adattamento al set di dati sperimentali. Tuttavia l’applicazione diretta di questo modello non ha 
garantito risultati soddisfacenti nelle fasi di fitting per problemi che sembrerebbero legati ad uno 
shift verticale della funzione rispetto ai dati sperimentali. Per tale motivo si è pensato di modificarlo 
al fine di ottenere una miglior aderenza ai risultati sperimentali. La forma è molto simile ed è 
espressa dall’equazione 5.2: 
 
c(t) = c0+ a∙ቂ1 + e -μ ∙ ൫t - p൯ቃ-1            . (5.2) 
dove il temine c0 [cells/μL] indica il valore di concentrazione inoculato inizialmente. 
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Da un confronto con il modello logistico classico (eq. 5.1) si può osservare che i parametri μ [ore-1] 
e p [ore] assumono lo stesso significato e corrispondono rispettivamente al tasso di crescita ed al 
tempo al quale si ha la massima velocità di crescita. Il valore allo stazionario può essere ottenuto 
come: 
 
C∞= A= limt→∞  [c(t)] = a + c0∙ቂ1 + e -μ ∙ ൫t - p൯ቃ             . (5.3) 
dove A [cells/μL] è il valore di concentrazione allo stazionario ottenibile direttamente dal modello 
logistico classico mentre a [cells/μL] è un parametro derivato appartenente al modello modificato 
(equazione 5.2). Per t → +∞ si ha che A = a + c0. Di conseguenza il parametro a indica l’effettiva 
crescita biologica. 
Spesso, in ambito biologico, si ha un maggior interesse a studiare il comportamento di un 
microorganismo nella sua fase esponenziale di crescita e di descriverla matematicamente con una 
relazione lineare nella forma esposta in equazione (5.4): 
 
ln[c(t)] = ln[c0] + klineare∙ t                  ,              t INEXP ≤ t ≤ t FINEXP                        (5.4) 
dove c0 [cells/μL] è il valore di concentrazione di inizio fase esponenziale mentre con klineare [ore-1] 
viene indicato il tasso medio di crescita. 
La crescita di un microorganismo può essere rappresentata semplicemente come l’andamento in 
figura 5.1 e quindi costituita da tre fasi: 
- fase di adattamento [0, tIN EXP ]: la crescita è nulla e pari al valore di concentrazione inziale; 
- fase di crescita esponenziale [tIN EXP, tFIN EXP]: la crescita evolve esponenzialmente secondo 
un andamento del tipo: 
c(t) = c0∙e klineare ∙ t  (5.5) 
- fase stazionaria [t > tFIN EXP]: la crescita è nulla e pari al valore di concentrazione allo 
stazionario. 
Avendo a diposizione per ogni curva un set discreto di dati sperimentali è necessario sapere quali 
considerare per la linearizzazione, la quale deve essere limitata alla fase di crescita esponenziale. La 
linearizzazione è eseguita sul quel range di dati sperimentali che, espressi in termini logaritmici, 
presentano un andamento lineare; l’intervallo da considerare è stato identificato mediante 
massimizzazione degli scarti quadratici medi delle rette ottenute variando l’intervallo discreto dei 
dati di crescita. Mediante questa operazione si è in grado di ottenere per ciascuna curva di crescita 
una relazione della forma (5.4) che matematicamente è valida in tutto il dominio del tempo. 
Tuttavia ammettendo una descrizione come quella rappresentata in figura 5.1, è possibile confinarla 
all’interno di un intervallo di concentrazione [C0, C∞] identificando un intervallo temporale [tIN EXP, 
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tFIN EXP] che in definitiva rappresenta il tempo della fase di crescita esponenziale. Il valore di 
concentrazione allo stazionario C∞ è ottenuto dalla media aritmetica di tutti i valori di 
concentrazione cellulare non compresi nella linearizzazione per t > tFIN EXP.  
 
 
Figura 5.1   Rappresentazione semplificata della crescita cellulare mediante modello lineare. 
 
Una descrizione più accurata viene ottenuta mediante l’utilizzo del modello logistico ma implica 
una diversa procedura, la quale viene schematizzata in figura 5.2. Disponendo di un set discreto di 
dati sperimentali [tk ; Ck] con k = [0, +∞] = numero del campionamento, si esegue un fitting con la 
curva di crescita (modello di equazione 5.2) ottenendo i valori numerici dei parametri a, μ e p. 
Successivamente se ne determina la derivata prima c’(t) (figura 5.3) che rappresenta l’andamento 
della velocità istantanea di crescita e la cui relazione generale è insita nell’equazione 5.6: 
 
c'(t) = a∙μ∙e μ(t + p) ∙ (e μt + e μp)-2  (5.6) 
 
La massima velocità di crescita Vmax [cells/(μL∙h)] è il valore dell’ordinata del massimo della 
derivata prima c’(t) di equazione 5.6. Questa rappresenta la velocità al punto di flesso di ascissa p 
ma anche la pendenza della retta tangente alla curva di crescita in tale punto con equazione: 
 
c(t) = Vmax∙t + I  (5.7) 
 
dove I [cells/μL] è il valore di concentrazione cellulare all’intercetta, cioè per t = 0 ore. 
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Conoscendo il valore dell’inoculo iniziale C0 e dello stazionario C∞ si ha che le proiezioni sulla 
curva di crescita derivanti dall’intersezione della retta obliqua con le rette orizzontali y = C0 e y = 
C∞ (punto f e punto g), identificano un range nelle asse delle ordinate [CINEXP, CFINEXP], che indica i 
limiti di concentrazione cellulare minimo e massimo della fase esponenziale. 
 
 
Figura 5.2  Schematizzazione della procedura impiegata per stimare i limiti della fase 
esponenziale mediante il modello.  
 
 
Figura 5.3   Rappresentazione grafica dell’andamento della derivata prima esprimente la 
velocità istantanea di crescita. 




Tuttavia, come è evidente dal confronto tra figura 5.1 e figura 5.2, le informazioni che si possono 
ottenere col modello lineare sono inferiori ma tale metodo è spesso utilizzato in ambito 
sperimentale biologico. Nel paragrafo §5.3.1.1 si esporrà anche il confronto tra alcuni risultati 
(concentrazione cellulare allo stazionario, tasso medio di crescita e tempi della fase lag ed 
esponenziale) ottenuti con il modello logistico (eq. 5.2) ed il modello lineare (eq. 5.4) di una prova 
di crescita di riferimento. 
 
Ponendo a confronto i due modelli (logistico e lineare), è necessaria una precisazione nel caso si 
volesse porre a confronto i valori del tasso di crescita cellulare (klineare e μ). 
La pendenza della retta del modello lineare (klineare) rappresenta il tasso medio di crescita mentre il 
parametro μ contenuto nel modello logistico è definito come tasso intrinseco di crescita cioè il tasso 
di crescita in assenza di fenomeni competitivi. Di conseguenza il significato del parametro μ è il 
tasso massimo di crescita, spesso indicato come μmax.  Infatti, dai risultati numerici ottenuti dalla 
prova di riferimento, il valore del tasso netto di crescita μ (del modello logistico) è almeno il doppio 
del valore del tasso medio di crescita klineare (del modello lineare). 
Il tasso medio di crescita ottenibile a partire dalle informazioni che propone il modello logistico 
(klogisitico) lo si può conseguire mediante i valori di concentrazione cellulare e tempi di inizio e fine 
fase esponenziale, i quali sono ottenibili dal modello logistico secondo la procedura di figura 5.2. Il 
calcolo del tasso medio di crescita (klogisitico) è insito nella relazione della velocità media relativa 
espressa dalla relazione (5.8): 
 
klogistico = ൣln൫C finEXP൯- ln൫C inEXP൯൧ ∙൫t finEXP- t inEXP൯-1 (5.8) 
dove CfinEXP, CinEXP, tfinEXP e tinEXP rappresentano rispettivamente le concentrazioni ed i tempi di 
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5.2 Modalità di crescita 
Come esposto nei capitoli 3 e 4 i valori di flusso luminoso con i quali si sono condotte le crescite 
microalgali sono: 6 μE m-2 s-1 (Low-Light; LL), 60 μE m-2 s-1 (Medium-Light; ML) e 360 μE m-2 s-1 
(High-Light; HL). Tali flussi sono stati ottenuti per trasmissione della radiazione proveniente da 
barre fluorescenti attraverso un sistema di filtri in gelatina.   
La crescita è stata monitorata secondo due modalità. Si sono effettuate 3 repliche biologiche 
partendo da microalghe acclimatate in beuta ai flussi di cui sopra e 3 repliche biologiche partendo 
esclusivamente da microalghe acclimatate in luce media (60 μE m-2 s-1) e successivamente poste a 
crescere alle intensità citate sopra. 
In origine, è stata condotta una prova sperimentale per stimare i valori di concentrazione cellulare 
dell’inoculo iniziale (al tempo t0 = 0 ore) tali che la concentrazione allo stazionario rimanga 
all’interno del range di linearità della retta di taratura. 
 
5.2.1 Prova di riferimento 
Questa prova, comprensiva di 4 repliche biologiche, è stata effettuata inoculando un chip nella 
stessa modalità con cui si sono preparate le tarature (figura 4.15) ed andando a monitorare nel 
tempo i valori di fluorescenza massima (e quindi di concentrazione). Le microalghe inoculate sono 
quelle acclimatate a “media luce” ed il chip (chiuso con layer e gabbia in rete metallica) è stato 
interamente sottoposto al medesimo flusso luminoso per ciascuna replica biologica. 
Il sistema complessivo è rappresentato in figura 5.4 e figura 5.5. 
Come si può notare dal confronto tra le due foto, nella prima sezione vi è la comparsa di una 
colorazione verde che indica l’avvenuta crescita microalgale. Questa crescita è stata quantificata nel 
tempo e rappresentata nei grafici di figura 5.6 dove ogni punto è ottenuto dalla media aritmetica di 3 


















Figura 5.5  Chip al termine di una replica biologica. 




Figura 5.6  Curve di crescita ottenute dal monitoraggio nel tempo del chip di figura 5.4 a 60 μE m-2 s-1. Ciascun grafico è relativo ad una specifica  delle  tre 
sezioni del chip.
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I tre grafici rappresentati in figura 5.6 sono riferiti a ciascuna delle tre sezioni da 15 pozzetti. Ogni 
punto di una curva è stato ottenuto dalla conversione del valore di intensità di fluorescenza massima 
Fm che il FluorCam restituiva al valore di concentrazione cellulare C, mediante la correlazione 
matematica fluorescenza-concentrazione valida per irraggiamento di 60 μE m-2 s-1 e di seguito 
riportata:  
 
F m60 μE = 0.00284∙C + 17.07194  (5.9) 
 
Nella relazione (5.9) l’incognita “concentrazione” C è espressa in [cells/μL]. 
Come si può notare dalle curve in figura 5.6, è possibile monitorare con buona accuratezza la 
maggior parte delle  curve contenute nelle prime due sezioni (sezione 1 e 2). L’ultima sezione 
presenta andamenti variabili dovuti al fatto che la crescita di queste è stata valutata a partire da 
valori di inoculo iniziale vicini al limite massimo al quale il segnale tende a saturarsi e di 
conseguenza in tempi successivi questo oscillava attorno ad un valor medio. L’andamento quindi 
non è giustificabile dicendo che non vi è stata crescita cellulare ma solo ammettendo che, con i 
limiti attuali, il metodo di analisi considerato non è più valido.   
Una volta ottenute le curve discrete si è passato ad una loro interpolazione mediante il modello 
logistico (5.2) e lineare (5.4), quest’ultimo applicato solo al tratto di crescita esponenziale. I risultati 
ottenuti sono presentati e discussi nel successivo paragrafo §5.3.1.1. 
 
 
5.2.1.1 Risultati dal modello logistico 
L’interpolazione è stata limitata alle curve discrete presentanti un andamento meno influenzato 
dalla variabilità del segnale di fluorescenza; per tal motivo si sono considerate solo le prime 10 
curve cioè quelle con valori di concentrazione iniziale C0 compresi tra 3.125∙103 cells/μL e 
3.314∙104 cells/μL.  
In tabella 5.1 si sono voluti raccogliere i valori dei parametri del modello (5.2) che hanno permesso 
il fitting delle 10 curve di crescita discrete considerate. I grafici fittati sono raccolti in Appendice D. 
Da una prima osservazione dei valori dei parametri a, μ e p si nota come all’aumentare del valore di 
concentrazione di inoculo iniziale: 
- la massima velocità di crescita viene raggiunta in tempi p via via inferiori; a seguito di ciò si 
prevede una fase lag progressivamente inferiore come se Nannochloropsis gaditana 
risentisse maggiormente, nei momenti iniziali, dagli effetti di una condizione di densità di 
popolazione più bassa (cioè più diluita) piuttosto che dalle caratteristiche del sistema di 
crescita. La fase lag è anche legata all’acclimatazione ad un differente ambiente di crescita; 
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tuttavia, il monitoraggio di microalghe già acclimatate non può fornire ulteriori informazioni 
legate ad un differente irraggiamento e/o concentrazioni iniziali di nutrienti differenti; 
- il tasso massimo di crescita μ aumenta, indice di una maggior velocità di crescita della fase 
esponenziale (pendenza della curva); tale comportamento è in linea con il concetto teorico 
che la fase esponenziale evolve secondo una progressione di C0∙2n; 
- la crescita effettiva a sembrerebbe non essere molto influenzata dall’inoculo iniziale dato 
che, mediamente, si assesta a (31234 ± 3613.7) cells/μL. Questo assestamento potrebbe 
essere legato principalmente ad una limitazione di nutrienti nel tempo (sistema batch) ed in 
misura inferiore ad una competizione tra microorganismi per via del raggiungimento di 
concentrazioni elevate (concentrazioni limite).  
 
Tabella 5.1  Tabella riassuntiva dei parametri di fitting relativi alle curve monitorate nelle 
prime due sezioni a 60 μE m-2 s-1 : crescita effettiva a, tasso massimo di crescita μ e tempo al 
quale si ha la massima velocità di crescita p. 
 
Per mezzo della descrizione continua delle 10 curve di crescita ottenuta dal fitting, si sono stimati 
numericamente (mediante script in Matlab®): 
- tempo della fase di adattamento iniziale (lag phase time – tLAG); 
- concentrazione di inizio fase esponenziale (CINEXP); 
- tempo e concentrazione di fine fase esponenziale (tFIN ; CFINEXP); 
- tempo effettivo della fase esponenziale (exponential phase time – tEXP); 
Modello (Eq. 5.2) ܿ(ݐ) =  ܿ଴ +  ܽ1 + ݁ିఓ ∙ (௧ ି ௣) 
 PARAMETRI DEL MODELLO 
Curva 
C0 a Dev.std. a μ Dev.std. μ p Dev.std. p 
[cells / μL] [cells / μL] [cells / μL] [ore]-1 [ore]-1 [ore] [ore] 
        
1 3.125∙103 31 747 487.83 0.0644 0.00371 71.958 1.0758 
2 4.063∙103 28 478 545.26 0.0710 0.00569 69.228 1.3304 
3 5.281∙103 30 912 547.17 0.0689 0.00509 66.845 1.2646 
4 6.866∙103 29 252 911.82 0.0809 0.0112 58.548 2.0256 
5 8.925∙103 35 281 720.21 0.0793 0.00100 47.006 1.7856 
6 1.160∙104 33 256 918.71 0.102 0.0188 37.838 2.1046 
7 1.508∙104 33 643 1 020.0 0.125 0.0279 35.152 2.1939 
8 1.961∙104 34 907 1 023.1 0.123 0.0274 32.640 2.1443 
9 2.549∙104 31 729 1 296.3 0.171 0.0717 29.251 2.5870 
10 3.314∙104 23 132 1 277.6 0.183 0.110 23.147 3.2947 
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- valore di concentrazione allo stazionario (C∞) 
- velocità massima di crescita e tasso di crescita massimo (Vmax ; μmax); 
- tempo di duplicazione (duplication (doubling) time – tD).  
In tabella 5.2 e tabella 5.3 si sono raccolti i risultati delle variabili sopra citate per ciascuna delle 10 
curve considerate con i rispettivi valori medi e deviazioni standard. Le tabelle sono costruite in 
modo tale da riportare per ciascuna riga le informazioni relative ad una singola curva di crescita a 
partire dalla meno concentrata; di conseguenza la prima riga, corrispondente alla curva 1, viene 
associata alla curva avente un valore di concentrazione iniziale C0 di 3.125∙103 cells/μL mentre la 
riga 10, corrispondente alla curva 10, viene associata alla curva avente un valore di concentrazione 
iniziale C0 di 3.314∙104 cells/μL. 
Per una comprensione più rapida dei risultati derivanti dal modello logistico (5.2) si sono 
rappresentati in figura 5.7 i valori del tasso massimo di crescita (μmax) e della velocità massima di 
crescita (Vmax) al variare della concentrazione inziale C0 i quali, assieme al parametro p (tempo al 
quale si ha la massima velocità di crescita), rappresentano le condizioni ricavate al punto di flesso 
della curva logistica. In figura 5.8 sono invece esposti i valori dei tempi della fase di adattamento 
(tLAG), di fine fase esponenziale (tFIN EXP), i tempi di duplicazione (tD) e della fase esponenziale 
(tEXP). Quest’ultima ricavata come differenza tra il tempo di fine fase esponenziale e il tempo della 
fase di adattamento. 
  






Modello logistico (5.2) ܿ(ݐ) =  ܿ଴ +  ܽ1 + ݁ିఓ ∙ (௧ ି ௣)      
Caratteristiche del sistema 
Dispositivo di chiusura Gabbia in rete metallica     
Flusso luminoso 60 μE m-2 s-1     
Curva 
C0 tLAG Dev.std.tLAG CINEXP Dev.std.CINEXP tFINEXP Dev.std. tFINEXP CFINEXP Dev.std.CFINEXP tEXP Dev.std.tEXP 
[cells / μL] [ore] [ore] [cells / μL] [cells / μL] [ore] [ore] [cells / μL] [cells / μL] [ore] [ore] 
            
1 3.125∙103 40.897 2.8132 6 909 1 054 103.02 6.1975 31 088 1 053.6 62.121 3.3843 
2 4.063∙103 41.044 3.7606 7 458 1 294 97.413 7.9452 29 147 1 577.2 56.370 4.1845 
3 5.281∙103 37.809 3.2141 8 966 1 252 95.881 7.2101 32 509 1 409.5 58.072 3.9960 
4 6.866∙103 33.829 5.0211 10 353 1 953.4 83.267 11.047 32 631 3 287.2 49.438 6.0255 
5 8.925∙103 21.775 2.8197 13 131 1 857.5 72.236 8.4572 40 000 2 559.7 50.460 5.6375 
6 1.160∙104 18.228 3.2496 15 567 2 366.7 57.448 9.3511 40 895 4 410.2 39.220 6.1015 
7 1.508∙104 19.125 3.9496 19 094 2 873.6 51.179 9.7980 44 717 7 126.5 32.054 5.8484 
8 1.961∙104 16.368 3.3640 23 770 2 850.0 48.912 9.2947 50 355 6 528.4 32.544 5.9307 
9 2.549∙104 17.566 5.6716 29 274 3 524.0 40.936 12.570 53 439 18 012 23.370 6.8989 
10 3.314∙104 12.214 4.9818 35 897 2 669.7 34.081 13.186 53 514 16 356 21.867 8.2044 
Tabella 5.2  Tabella riassuntiva contenente i risultati derivanti dalla procedura di figura 5.2 effettuata sulle 10 curve di crescita considerate. In questa 
parte vengono riportati i valori medi con le relative deviazioni standard di: tempo di adattamento (tLAG), concentrazione di inizio fase esponenziale (CIN EXP),  
tempo di fine fase esponenziale (tFIN EXP), concentrazione di fine fase esponenziale (CFIN EXP) e tempo delle fase esponenziale (tEXP).  






Modello logistico (5.2) ܿ(ݐ) =  ܿ଴ + ܽ1 + ݁ିఓ ∙ (௧ ି ௣)      
Caratteristiche del sistema 
Dispositivo di chiusura Gabbia in rete metallica     
Flusso luminoso 60 μE m-2 s-1     
Curva 
C0 C∞ Dev.std. C∞ Vmax Dev.std. Vmax μmax Dev.std. μmax tD Dev.std. tD k logisitco Dev.std. klogist. 
[cells / μL] [cells / μL] [cells / μL] [cells / (μL h)] [cells / (μL h)] [ore] -1 [ore] -1 [ore] [ore] [ore] -1 [ore] -1 
            
1 3.125∙103 34 873 487.83 511.05 37.751 0.0644 0.00371 37.562 2.7015 0.0242 0.00363 
2 4.063∙103 32 541 545.26 505.20 50.959 0.0710 0.00569 43.957 2.9182 0.0242 0.00452 
3 5.281∙103 36 193 547.17 532.31 49.455 0.0689 0.00509 43.911 2.5572 0.0222 0.00360 
4 6.866∙103 36 118 911.82 591.69 103.13 0.0809 0.0112 43.941 3.3726 0.0232 0.00559 
5 8.925∙103 44 206 720.21 699.18 104.01 0.0793 0.00997 33.345 3.0096 0.0221 0.00470 
6 1.160∙104 44 859 918.71 847.94 183.96 0.102 0.0188 31.721 2.7122 0.0246 0.00607 
7 1.508∙104 48 727 1 020.0 1 049.6 273.16 0.125 0.0279 33.491 2.1466 0.0266 0.00552 
8 1.961∙104 54 516 1 023.1 1 072.6 277.47 0.123 0.0274 34.660 1.3454 0.0231 0.00472 
9 2.549∙104 57 222 1 296.3 1 357.7 647.38 0.171 0.0717 37.476 0.61860 0.0258 0.00638 
10 3.314∙104 56 272 1 277.6 1 057.8 728.73 0.183 0.110 29.694 6.5746 0.0183 0.0101 
Tabella 5.3  Tabella riassuntiva contenente i risultati derivanti dalla procedura di figura 5.2 effettuata sulle 10 curve di crescita considerate. In questa 
parte vengono riportati i valori medi con le relative deviazioni standard di: concentrazione allo stazionario (C∞), velocità massima di crescita (Vmax),  tasso 
massimo di crescita (μmax), tempo di duplicazione (tD) e tasso di crescita medio (klogisitco). 
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Figura 5.7  Nel grafico di sinistra sono riportati i valori del tasso massimo di crescita (μmax) 
al variare della concentrazione iniziale mentre i valori della velocità massima (Vmax) al 
variare della concentrazione iniziale  li si sono riportati nel grafico di destra. 
L’informazione che si può ottenere dall’osservazione del comportamento del tasso massimo di 
crescita è che, a concentrazioni cellulari iniziali progressivamente più elevate, questo sia più 
soggetto a variabilità ma che, mediamente, conserva un andamento lineare crescente. Il medesimo 
comportamento lo si riscontra per la velocità massima di crescita; tuttavia questo aspetto è 
prevedibile dato che, in un dato intervallo di tempo, l’incremento del numero di microalghe è legato 
al numero di microalghe presenti in quell’istante di tempo, il quale è a sua volta legato alla 
concentrazione che si ha ad inizio dell’intervallo di tempo considerato (nel caso in esame all’inizio 
della fase esponenziale). 




Figura 5.8  Nel grafico di sinistra sono riportati i valori dei tempi della fase di adattamento 
(tLAG) e di fine fase esponenziale (tFIN EXP) al variare della concentrazione iniziale mentre i 
valori dei tempi di duplicazione (tD) e della fase esponenziale (tEXP) al variare della 
concentrazione iniziale  li si sono riportati nel grafico di destra.  
Dalla figura 5.8 (grafico di sinistra) si nota come a basse concentrazioni iniziali, le microalghe 
hanno una fase di adattamento più ampia ma sono anche caratterizzate da un maggiore tempo di 
fase esponenziale ed è quindi possibile monitorare la crescita per tempi maggiori (ottenendo un 
maggior numero di dati sperimentali). Tale comportamento è giustificato da una maggior presenza 
di nutrienti nel tempo (in quanto, viste le basse concentrazioni, vi è un loro minor consumo) e, 
conseguentemente, si può supporre una ridotta o assente competizione tra microalghe stesse. 
L’ampia fase lag inoltre spinge il punto di flesso della curva verso tempi più lunghi (tasso di 
crescita più basso) rispetto a condizioni di inoculo più concentrate. In definitiva a basse 
concentrazioni sembrerebbe che l’aspetto dominante dovuto al ritardo della crescita sia legato alla 
diluizione delle microalghe nel volume di crescita. Si ripete che la fase di adattamento dipende 
anche da fattori quali l’acclimatazione a differenti condizioni iniziali di crescita (irraggiamento e 
concentrazione dei nutrienti) ma, i risultati fin qui esposti derivano da prove dove non si è fatto 
variare né l’irraggiamento né la concentrazione iniziale dei nutrienti. 
Il paragrafo §5.3.1 è dedicato invece alle procedure e risultati derivanti da microalghe poste a 
differenti valori di irraggiamento.     
Da figura 5.8 (grafico di destra) si può invece osservare come condizioni più diluite permettano alle 
microalghe di raddoppiare il loro valore di concentrazione iniziale all’interno della fase 
esponenziale mentre, per valori troppo elevati, fattori quali un rapido consumo di nutrienti iniziano 
a diventare competitivi. 
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5.2.1.2 Risultati dal modello lineare e confronto col modello logistico 
In modo analogo a quanto svolto con modello logistico, si è voluto utilizzare il modello lineare per 
interpolare le 10 curve di crescita discrete scelte. I risultati ottenuti sono: 
- tempo della fase di adattamento iniziale (lag phase time – tLAG); 
- tempo di fine fase esponenziale (tFIN EXP); 
- tempo effettivo della fase esponenziale (exponential phase time – tEXP); 
- valore di concentrazione allo stazionario (C∞) 
- tasso medio di crescita massimo (klineare); 
- tempo di duplicazione (duplication (doubling) time – tD).  
In tabella 5.4 sono riassunti i valori numerici dei parametri del modello lineare applicato 
esclusivamente al tratto di crescita esponenziale secondo le modalità esposto nel paragrafo §5.1. Per 
il confronto grafico tra i modelli interpolanti (logistico e lineare) delle curve di crescita si rimanda 
in Appendice D. 
 
 
Modello ln [ܥ(ݐ)] = ݇௟௜௡௘௔௥௘ ∙ ݐ + ݍ 
 PARAMETRI DEL MODELLO 
Curva 
C0 klineare Dev.std.klineare q Dev.std.q 
[cells / μL] [ore] -1 [ore] -1 [adim] [adim] 
      
1 3.125∙103 0.0290 0.000909 7.6974 0.053370 
2 4.063∙103 0.0263 0.000964 7.9207 0.056630 
3 5.281∙103 0.0272 0.00137 8.1014 0.070680 
4 6.866∙103 0.0260 0.00214 8.3918 0.11045 
5 8.925∙103 0.0254 0.00353 8.9177 0.15899 
6 1.160∙104 0.0257 0.00516 9.2050 0.19511 
7 1.508∙104 0.0255 0.00503 9.3894 0.19016 
8 1.961∙104 0.0251 0.00056 9.6805 0.017510 
9 2.549∙104 0.0231 0.00079 9.9259 0.024650 
10 3.314∙104 0.0159 0.0000 10.330 0.0000 
Tabella 5.4  Tabella riassuntiva dei parametri del modello lineare. 
In tabella 5.5 si sono invece raccolti i risultati numerici delle variabili sopra elencate che dal 
modello lineare sono state possibile determinare. Si è mantenuta la stessa modalità di lettura delle 
tabelle esposte nel §5.2.1.1 del modello logistico. 















Modello lineare ln[c(t)] = k୪୧୬ୣୟ୰ୣ ∙ t + q       
Curva 
C0 C∞ Dev.std. C∞ tLAG Dev.std.tLAG tFINEXP Dev.std.tFIN tEXP Dev.std. tEXP tD Dev.std. tD 
[cells / μL] [cells / μL] [cells / μL] [ore] [ore] [ore] [ore] [ore] [ore] [ore] [ore] 
            
1 3.125∙103 33 320 1 780.6 12.052 2.1496 93.607 2.8304 81.555 0.68081 35.937 2.8758 
2 4.063∙103 31 663 1 000.4 14.801 2.6005 92.930 4.1900 78.129 1.5894 41.176 3.5301 
3 5.281∙103 34 488 2 491.3 17.290 3.3019 86.253 4.0225 68.963 0.72063 42.764 4.5230 
4 6.866∙103 35 659 1 464.4 17.046 5.2288 80.506 8.6370 63.460 3.4082 43.747 7.2622 
5 8.925∙103 43 638 2 111.1 7.0398 6.3525 69.499 12.277 62.459 5.9248 34.318 9.6798 
6 1.160∙104 44 829 1 911.0 6.0062 7.3386 58.699 14.770 52.693 10.097 33.019 11.863 
7 1.508∙104 48 937 2 809.7 9.0870 7.7182 55.185 13.392 46.098 5.6734 36.227 12.185 
8 1.961∙104 54 144 3 300.0 8.1059 0.86029 48.619 0.63824 40.513 1.4985 35.756 1.4644 
9 2.549∙104 57 146 4 148.8 9.5182 1.3443 44.404 0.54409 34.885 1.8884 39.469 2.3331 
10 3.314∙104 55 572 4 508.8 4.9192 0.0000 37.453 5.1532 32.534 5.1532 48.543 0.0000 
Tabella 5.5  Tabella riassuntiva contenente i risultati ottenuti per mezzo del modello lineare  effettuata sulle 10 curve di crescita considerate. In questa parte vengono 
riportati i valori medi con le relative deviazioni standard di: concentrazione allo stazionario (C∞), tempo di adattamento (tLAG),  tempo di fine fase esponenziale (tFIN EXP), 
tempo delle fase esponenziale (tEXP) e tempo di duplicazione (tD). 
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Per poter valutare la congruenza tra i dei due modelli e poterne scegliere uno unico per descrivere la 
crescita microalgale nelle successive prove discusse nel paragrafo §5.3.1, si sono confrontati i 
risultati di alcune variabili ottenute col modello logistico (raccolte in tabella 5.2 e tabella 5.3) e col 
modello lineare (tabella 5.5). Per ciascuno dei due modelli, in figura 5.9 e figura 5.10 si sono 
confrontati rispettivamente i valori del tasso di crescita medio (klogistico e klineare) ed i valori di 
concentrazione allo stazionario (C∞) mentre in figura 5.11 si sono comparati rispettivamente i tempi 
di adattamento (tLAG,logistico e tLAG,lineare), i tempi di fine fase esponenziale (tFIN EXPlogistico e tFIN 
EXP
lineare) e, dalla loro differenza, il tempo effettivo della fase esponenziale (tEXP,logistico e tEXP,lineare). 
 
 
Figura 5.9  Confronto grafico tra i valori del tasso medio di crescita k ottenuti con la 
linearizzazione del tratto esponenziale (quadrati neri ■; k lineare) ed ottenuti con il modello 
logistico (quadrati bianchi □;  k logistico) al variare della concentrazione cellulare iniziale C0. 
 
Figura 5.10  Confronto tra i valori di concentrazione cellulare allo stazionario C∞  ottenuti 
con il modello  lineare (quadrati neri ■) ed il modello  logistico (quadrati bianchi □).  





Figura 5.11  In ciascun grafico si è adottata la simbologia del quadrato nero (■)  per far riferimento ai risultati dei tempi ottenuti mediante il modello lineare 
mentre con i quadrati bianchi (□) per riferirsi ai tempi ottenuti mediante il modello logistico in relazione al valore di concentrazione iniziale C0. Nello 
specifico, nel grafico di sinistra si confronta  il tempo della fase lag (tLAG), nel grafico centrale il tempo di fine fase esponenziale (tFINEXP) mentre nel grafico di 
destra l’ effettivo tempo della fase esponenziale (tEXP) ottenuto come differenza dei precedenti. 
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Osservando figura 5.9 (confronto tra i tassi medi di crescita), si nota come i due modelli risultano 
presentare risultati molto simili mentre in figura 5.10 (confronto tra i valori di concentrazione 
cellulare allo stazionario) il modello logistico presenta sempre valori leggermente inferiori rispetto a 
quelli ottenuti con il modello lineare. Tuttavia, nelle rispettive figure, i valori hanno un 
comportamento simile al variare della concentrazione cellulare iniziale, indipendentemente dal 
modello usato. Nella figura 5.11, dove si confrontano i tempi della fase di adattamento (grafico di 
sinistra) e i tempi di fine fase esponenziale (grafico centrale), si osserva una discordanza nei tempi 
di adattamento, i quali, secondo il modello lineare, tendono a diminuire alle basse concentrazioni. 
Tale risultato è in contrasto con quanto detto nel §5.2.1.1 nella discussione di figura 5.8 e quindi, 
sembrerebbe che il modello lineare non si presti bene alla determinazione di questa variabile. Visto 
che i tempi di fine fase esponenziale (grafico centrale) si dimostrano molto simili, la discordanza 
dei tempi di adattamento si ripercuote sull’andamento dei tempi della fase esponenziale (grafico di 
destra). 
Dal confronto tra i due modelli (logistico e lineare) si è scelto di utilizzare il modello logistico per 
eseguire la stessa procedura di analisi per successive prove effettuate ad irraggiamenti differenti 
mentre, dalle curve rappresentate in figura 5.6, si sono valutare qualitativamente le condizioni 




5.3.1 Prove di crescita a 6 (LL), 60 (ML) e 360 (HL) μE m-2 s-1 
Nella “prova di riferimento” descritta nel paragrafo §5.2.1 si sono condotte le crescite sottoponendo 
il chip ad un unico valore di irraggiamento costante di 60 μE m-2 s-1 ed è stato possibile poi 
considerare 10 delle 14 curve a differenti valori di concentrazione iniziale per la successiva fase di 
analisi matematica (fitting ed estrapolazione delle informazioni sulla crescita). In queste prove 
invece si è adattato il chip al monitoraggio delle crescite a tre valori di flusso luminoso:  
 6 μE m-2 s-1 (LL – Low Light); 
 60 μE m-2 s-1 (ML – Medium Light); 
 360 μE m-2 s-1 (HL – High Light). 
In tal modo si dedica ciascuna delle 3 sezioni da 3x5 pozzetti del chip ad un unico valore di 
irraggiamento mediante il sistema di filtri ottici per la selezione del flusso luminoso presentata nel 
paragrafo §3.5.3. Il chip è sigillato col dispositivo di chiusura in lamiera metallica (§3.5.2). In 
figura 5.12 la foto del sistema complessivo. 
 




Figura 5.12  Fotografia del chip inoculato munito del dispositivo di controllo del flusso 
luminoso e chiuso con gabbia in lamiera. 
Adottando questa configurazione si è dovuto ridurre il numero di curve da monitorare rispetto alla 
“prova di riferimento”. La scelta dei valori di concentrazione iniziale C0 dipendono dalla volontà di 
monitorare crescite a partire dal valor di concentrazione minimo rilevabile fino ad un valore che, a 
stazionario, si avesse la certezza che non fosse influenzato dalla saturazione del segnale. 
Dall’osservazione degli andamenti di crescita di figura 5.6, le concentrazioni di inoculo iniziale che 
si sono considerate in queste prove sono: 
1. 3.1250∙103 cells/μL corrispondente al valor minimo scelto rilevabile dallo strumento; 
2. 6.8660∙103 cells/μL, valore intermedio; 
3. 1.5084∙104 cells/μL corrispondente al valore massimo di concentrazione iniziale scelta, la 
cui curva di crescita sembrerebbe essere meno influenzata dalla variabilità del segnale di 
fluorescenza. 
Il protocollo di inoculo è uguale a quello della taratura (§4.2.2.2) ma si differenzia solamente per la 
configurazione di inoculo. Questa sarà la stessa che si dovrà impiegare nelle prove in condizioni di 
flusso utilizzando il medesimo sistema (riguardo al sistema nelle condizioni di flusso si rimanda al 
Capitolo 7). In figura 5.12 è fornita l’immagine di come si è pensata la configurazione di inoculo 
per lo svolgimento di queste prove. Come si può osservare, in ciascuna sezione ad irraggiamento 
dedicato, sono presenti le tre curve con i valori scelti di concentrazione cellulare iniziale, ognuna 
riprodotta 5 volte.   
 
 
96 Modalità di crescita 
 
 
Figura 5.12  Rappresentazione della configurazione adottata per la conduzione delle prove 
sperimentali a differenti flussi luminosi in un unico chip. 
 
Secondo la procedura illustrata in figura 5.12 si sono condotte tre repliche biologiche per due 
condizioni di acclimatazione differente. Partendo da: microalghe che al momento dell’inoculo 
iniziale sono state acclimatate in beuta agli irraggiamenti con i quali si vuole monitorare la crescita 
e microalghe acclimatate in beuta a media luce (60 μE m-2 s-1) e poi inoculate nel chip 
monitorandole ai flussi già citati in precedenza (monitoraggio di microalghe non acclimatate). 
Al termine delle prove sperimentali si sono ottenute le rispettive curve di crescita che sono state 
interpolate col modello logistico (5.2). Come eseguito per la “prova di riferimento”, si è seguita la 
procedura descritta in figura 5.2, determinando: 
 parametri di crescita: ottenibili dal modello o attraverso esso  
o tasso massimo di crescita (μmax); 
o tasso medio di crescita (klogistico) ; 
o velocità massima di crescita (Vmax); 
o tempi e concentrazioni di inizio e fine fase esponenziale (tLAG, CIN EXP);  
o tempi e concentrazioni di fine fase esponenziale (tFIN EXP, CFIN EXP); 
o valori di concentrazione allo stazionario (C∞); 
 parametri fotosintetici: ottenibili attraverso la quenching analysis (§4.1.5.1) 
o resa quantica massima; 
o efficienza del PSII; 
o NPQ. 
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5.3.1.1 Risultati: microalghe acclimatate 
In questo paragrafo sono raccolte le curve di crescita discrete ed i risultati ottenuti con la quenching 
analysis di Nannochloropsis gaditana già acclimatata ai flussi luminosi a LL (6 μE m-2 s-1), ML (60 
μE m-2 s-1) e HL (360 μE m-2 s-1). La quenching analysis è stata effettuata una sola volta durante 
ciascuna replica biologica e ad un tempo fissato che, in questo lavoro, è stato di circa 80 ore (circa 
verso fine fase esponenziale).  
Le curve di crescita discrete sono state ottenute con la stessa procedura già citata nella “prova di 
riferimento” (§5.2.1) cioè tramite conversione dei valori dei valori di fluorescenza massima Fm 
(ottenuti da analisi Fv/Fm al FluorCam) con le correlazioni fluorescenza-concentrazione. In queste 
prove, l’essere partiti da microalghe già acclimatate agli irraggiamenti di crescita scelti autorizza 
l’uso di una specifica correlazione per tutte le curve presenti in ciascuna sezione. Le correlazioni 
usate in ciascuna sezione sono (§4.2.2.3): 
 sezione 6 μE m-2 s-1 :  F m 6 μE  = 0,00397∙C + 19,54601 (5.10) 
 sezione 60 μE m-2 s-1 : F m 60 μE = 0,00284∙C + 17,07194                  (5.9) 
 sezione 360 μE m-2 s-1 : F m 360 μE = 0,00142∙C + 12,80676           (5.11) 
dove la concentrazione cellulare C ottenuta ha unità di misura di [cells/μL]. 
Le curve ottenute sono rappresentate in figura 5.13; ciascun punto sperimentale è ottenuto dalla 
media aritmetica di 5 valori di concentrazione cellulare (≡ numero di curve allo stesso valore di 
concentrazione iniziale C0 e specifico irraggiamento, in una singola replica biologica) per 3 repliche 
biologiche, con deviazione standard annessa. 
Le figure 5.14, 5.15 e 5.16 sono relative ai risultati ottenuti mediante la quenching analysis e riferite 
rispettivamente alla cinetica del Non-Photochemical-Quenching (NPQ), alla cinetica della resa del 
PSII ΦPSII e al valore di resa quantica massima Qy_max (indicata in letteratura anche con Φmax).  
Le curve di crescita medie discrete sono state interpolate con il modello logistico, i cui valori dei 
parametri si sono riportati nella tabella 5.6. Nelle tabelle 5.7, 5.8 e 5.9 sono invece concentrati i 
risultati numerici che dal modello logistico si sono ottenuti, come effettuato per la “prova di 
riferimento” ed elencati anche nel paragrafo §5.3.1.  
A ciascuna tabella o figura seguirà una loro breve descrizione mentre per i risultati grafici relativi al 
fitting si rimanda in Appendice D.  
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Figura 5.13 Curve di crescita di Nannochloropsis gaditana acclimatata. Nei grafici in alto le curve sono parametriche rispetto alla concentrazione di inoculo 
iniziale mentre i grafici in basso sono state parametrizzate secondo il flusso luminoso con cui si sono condotte le crescite.
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Da una rapida valutazione dei tre grafici valutati ad irraggiamento costante in figura 5.13 (grafici a 
6, 60 e 360 μE m-2 s-1 rispettivamente e parametrici ai valori di concentrazione iniziale C0), si nota 
come, in ciascuno singolarmente, le curve di crescita a differenti valori di concentrazione iniziale 
evolvano nel tempo senza sovrapporsi. Una migliore comprensione visiva la forniscono i tre grafici 
valutati ciascuno ad un determinato valore di concentrazione iniziale dove le curve discrete in 
ciascuno di essi sono parametriche rispetto all’irraggiamento di crescita. Si evince come la crescita 
di microalghe sottoposte ad intensità luminose inferiori presentino valori di concentrazione allo 
stazionario inferiore e come, in modo qualitativo, la pendenza nel tratto iniziale aumenti 
all’aumentare dell’irraggiamento. Questo comportamento è in accordo con quanto già esposto nel 
capitolo 3 dove la fotosintesi è diretta responsabile della crescita microalgale; infatti riducendo la 
loro possibilità di sfruttare un maggior numero di fotoni, si riduce la quantità di clorofilla eccitata 
responsabile del trasporto energetico al centro di reazione del PSII e, successivamente la produzione 
di ATP e NADPH necessarie nel ciclo di Calvin (bio-sintesi di carboidrati). Un aspetto interessante 
viene osservato nei primi istanti di tempo dove ci si aspetterebbe una fase lag più marcata; invece, 
in tutte le curve presenti monitorate nel chip, sembrerebbe che non risentano molto di una 
acclimatazione iniziale dato che sembrerebbero iniziare a crescere immediatamente. Tuttavia, a 
livello teorico, una fase ritardata, anche minima, deve essere ammessa e questa verrà 
successivamente quantificata attraverso il modello logistico. 
In figura 5.14, invece, sono rappresentati gli andamenti del fenomeno di NPQ in tre grafici valutati 
ognuno ad un preciso valore di concentrazione cellulare iniziale. Le curve cinetiche contenute in 
ciascuno di essi sono parametriche rispetto ai tre valori di irraggiamento di crescita. Una prima 
osservazione che viene portata alla luce dal loro andamento complessivo è che, per valori di 
concentrazione troppo bassi, le curve presentano delle sovrapposizioni legate probabilmente ad un 
segnale di fluorescenza troppo basso durante la quenching analysis. Infatti si nota come, partendo 
dal grafico a concentrazione iniziale minore e spingendosi verso concentrazioni cellulari iniziali 
maggiori, le curve tendano via via ad assumere un andamento meglio “definito”. In generale, 
l’andamento atteso della cinetica del NPQ per microalghe acclimatate è quello rappresentato nel 
grafico valutato ad un valore di concentrazione inziale di 1,508∙104 cells/μL. Per via del normale 
protocollo seguito durante la quenching analysis (§4.1.5.1) si ha che ogni punto sperimentale 
coincide con il momento dell’emissione di un flash saturante. Essendo le microalghe acclimatate ad 
uno specifico flusso luminoso (di intensità luminosa inferiore ovviamente al flash), in ogni caso si 
riscontrerebbe il fenomeno di NPQ ma quest’ultimo è tanto più intenso quanto l’acclimatazione 
delle microalghe in esame si spinge ad irraggiamenti più bassi. Infatti, come si può intuire dalle 
correlazioni fluorescenza-concentrazione, microalghe acclimatate a basse intensità luminose 
presentano concentrazioni di clorofilla maggiore e, se queste vengono a trovarsi in presenza di un 
(improvviso) elevato flusso fotonico, l’incapacità della microalga di destinare interamente la 
quantità di energia incidente alla fotosintesi, la costringe ad attivare questo meccanismo foto-
protettivo di dissipazione dell’energia per via termica. Ecco il motivo per cui la curva cinetica 
relativa alle microlghe acclimatate a 6 μE m-2 s-1 presenta valori più elevati rispetto alle altre. 
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Figura 5.14  NPQ (Non-Photochemical-Quenching) per Nannochloropsis gaditana 
acclimatata. 




Figura 5.15  PSII Quantum Yield (Resa quantica del fotosistema II) per Nannochloropsis 
gaditana acclimatata. 
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In figura 5.15 sono rappresentate graficamente le cinetiche del PSII. Ciascun grafico è relativo ad 
un preciso valore di concentrazione cellulare iniziale C0 e le curve esposte in ognuno di essi sono 
parametriche rispetto all’irraggiamento di crescita. Anche per questa cinetica si riscontrano 
osservazioni simili a quelle già esposte per NPQ, infatti per concentrazioni cellulari iniziali più 
basse le curve non sono ben definite. Quindi, un accorgimento (limite) pratico che è possibile 
estrarre riguardo alla “qualità” degli andamenti delle cinetiche di figura 5.14 e figura 5.15 è che, 
essendo la quenching analysis effettuata a circa 80 ore dall’inoculo iniziale, tale analisi permette un 
miglior monitoraggio delle cinetiche nel microsistema considerato (figura 5.12) per valori di 
concentrazione cellulare indicativamente almeno superiori a 2∙104 cells/μL (confrontare in figura 
5.13). 
In figura 5.16 è rappresentato un istogramma a barre dei valori medi della resa quantica massima 
del PSII. Ogni “blocco” di barre è relativo ad un preciso valore di irraggiamento e ciascun “blocco” 
è costituito da tre barre relative ai tre valori di concentrazione cellulare iniziale scelti. 
L’informazione di maggior interesse risiede nel valore della resa quantica massima che, 
complessivamente, si assesta ad un valore di (0.63 ± 0.040), valore che nei classici sistemi di 
crescita in condizioni ottimali si asseta a 0.55. Questo è un indice che le microalghe poste a crescere 




Figura 5.16  Maximum Quantum Yield – resa quantica massima per Nannochloropsis 
gaditana acclimata ai flussi luminosi di crescita. 
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Come effettuato per la “prova di riferimento”, si sono interpolate le curve di crescita discrete con il 
modello logistico (5.2) ed in tabella 5.6 si sono raccolti i valori numerici dei parametri a, μ e p. 
 
 
Tabella 5.6   Tabella riassuntiva dei parametri di fitting relativi alle curve di crescita dei 
grafici in figura 5.13 di Nannochloropsis gaditana acclimatata. 
Da tabella 5.6 si osserva come, per un fissato irraggiamento, il tempo al quale si ha la massima 
velocità di crescita (parametro p) diminuisce all’aumentare della concentrazione dell’inoculo inziale 
C0 mentre aumenta il valore del tasso massimo di crescita μ, in accordo con quanto osservato anche 
nella “prova di riferimento” a 60 μE m-2 s-1. Tuttavia, sempre ad uno specifico valore di 
irraggiamento, la crescita effettiva a sembrerebbe essere confinata ad un valore medio 
indipendentemente dalle concentrazioni cellulari iniziali. Più precisamente: 
 crescita media effettiva ā nella sezione 6 μE m-2 s-1 :  (16.562 ± 2.6417)∙103 cells/μL 
 crescita media effettiva ā nella sezione 60 μE m-2 s-1 : (25.544 ± 2.0794)∙103 cells/μL 
 crescita media effettiva ā nella sezione 363 μE m-2 s-1 : (43.958 ± 2.9290)∙103 cells/μL 
Questo indica che mediamente c’è una crescita cellulare molto più intensa a valori di irraggiamento 
maggiori che risente poco dal valore di concentrazione cellulare iniziale, in accordo con quanto già 
riscontrato nella discussione dei parametri del modello logistico nella prova di riferimento.         
I parametri di crescita elencati nel paragrafo §5.3.1 ottenuti dal modello logistico mediante la 
procedura schematizzata in figura 5.2 sono raccolti nelle tabelle 5.7, 5.8 e 5.9. 
Modello (5.2) ܿ(ݐ) =  ܿ଴ +  ܽ1 + ݁ିఓ ∙ (௧ ି ௣) 
 PARAMETRI DEL MODELLO 
Curva 
C0 a Dev.std. a μ Dev.std.  μ p Dev.std. p 
[cells / μL] [cells / μL] [cells / μL] [ore]-1 [ore]-1 [ore] [ore] 





3 13 729 938.36 0.0303 0.00415 70.443 6.3370 
6.866∙103 18 958 551.37 0.0556 0.00790 40.357 2.6469 




 3.125∙103 27 110 908.38 0.0508 0.00569 65.907 2.6423 
6.866∙103 26 338 614.68 0.0716 0.00918 42.560 1.9603 





 3.125∙103 40 585 810.79 0.0713 0.00736 48.966 1.6117 
6.866∙103 45 434 967.32 0.0754 0.00906 42.819 1.7570 
1.508∙104 45 856 781.10 0.0947 0.0118 31.242 1.3840 





 Modello (5.2) ܿ(ݐ) =  ܿ଴ + ܽ1 + ݁ିఓ ∙ (௧ ି ௣)    
 Oggetto di studio Nannochloropsis gaditana acclimatata    
 Caratteristiche del 
sistema 
Dispositivo di chiusura Gabbia in lamiera forata (GL)   
 Dispositivo regolazione flusso luminoso Filtri ottici in gelatina   
 C0 C∞ Dev.std. C∞ Vmax Dev.std. Vmax μmax Dev.std. μmax tD Dev.std. tD. 
 [cells/μL] [cells/μL] [cells/μL] [cells/(μL∙h)] [cells/(μL∙h)] [ore-1] [ore-1] [ore] [ore] 
          
6 μE m-2 s-1 
3.125∙103 16 854 938.36 104.07 22.330 0.0303 0.00415 30.146 8.7286 
6.866∙103 25 824 551.37 263.61 46.197 0.0556 0.00790 30.182 3.2103 
1.508∙104 32 083 563.56 296.07 71.415 0.0697 0.0140 62.778 5.0622 
60 μE m-2 s-1 
3.125∙103 30 235 908.38 344.57 51.402 0.0508 0.00569 25.821 6.0197 
6.866∙103 33 204 614.68 471.32 72.856 0.0716 0.00918 27.997 3.2308 
1.508∙104 38 269 538.33 479.87 83.380 0.0828 0.0122 43.233 0.30489 
360 μE m-2 s-1 
3.125∙103 43 710 810.79 723.53 90.623 0.0713 0.00736 14.135 4.5982 
6.866∙103 52 300 967.32 856.55 123.34 0.0754 0.00906 19.932 3.9185 
1.508∙104 60 940 781.10 1 085.7 156.07 0.0947 0.0118 23.714 1.9826 
Tabella 5.7  Tabella riassuntiva contenente i risultati derivanti dalla procedura di figura 5.2 effettuata su Nannochloropsis gaditana “acclimatata”. In questa 
parte vengono riportati i valori medi con le relative deviazioni standard di: : concentrazione allo stazionario (C∞), velocità massima di crescita (Vmax),  tasso 
massimo di crescita (μmax) e tempo di duplicazione (tD). 
  
 






 Modello (5.2) ܿ(ݐ) =  ܿ଴ + ܽ1 + ݁ିఓ ∙ (௧ ି ௣)    
 Oggetto di studio Nannochloropsis gaditana acclimatata    
 
Caratteristiche del sistema 
Dispositivo di chiusura Gabbia in lamiera forata (GL)   
 Dispositivo regolazione flusso luminoso Filtri ottici in gelatina   
 C0 t LAG Dev.std. t LAG CINEXP Dev.std. CINEXP tFINEXP Dev.std. tFINEXP CFINEXP Dev.std. CFINEXP 
 [cells/μL] [ore] [ore] [cells/μL] [cells/μL] [ore] [ore] [cells/μL] [cells/μL] 
          
6 μE m-2 s-1 
3.125∙103 4.4798 0.79144 4 762 543.8 136.41 2.1074 15 217 1 014.2 
6.866∙103 4.3989 0.65595 9 126 771.5 76.315 0.93542 23 564 598.96 
1.508∙104 4.4443 0.86368 17 110 945.98 61.858 1.0586 30 056 611.86 
60 μE m-2 s-1 
3.125∙103 26.568 3.4489 6 357 1 236 105.25 0.17033 27 004 986.19 
6.866∙103 14.619 1.9573 10 006 1 228.5 70.501 0.65092 30 064 668.25 
1.508∙104 11.567 1.7123 17 848 1 185,9 59.882 0.67505 35 505 585.26 
360 μE m-2 s-1 
3.125∙103 20.920 2.3286 7 963 1 745 77.013 0.51424 38 872 881.87 
6.866∙103 16.297 2.0513 12 282 2 092.3 69.340 0.59404 46 884 1.051.94 
1.508∙104 10.125 1.2725 20 550 2 032.0 52.359 0.64104 55 474 849.94 
Tabella 5.8   Tabella riassuntiva contenente i risultati derivanti dalla procedura di figura 5.2 effettuata su Nannochloropsis gaditana “acclimatata”. In questa 
parte vengono riportati i valori medi con le relative deviazioni standard di tempo di adattamento (tLAG), concentrazione di inizio fase esponenziale (CIN EXP),  









 Modello (5.2) ܿ(ݐ) =  ܿ଴ + ܽ1 + ݁ିఓ ∙ (௧ ି ௣)  
 Oggetto di studio Nannochloropsis gaditana acclimatata  
 
Caratteristiche del sistema 
Dispositivo di chiusura Gabbia in lamiera forata (GL) 
 Dispositivo regolazione flusso luminoso Filtri ottici in gelatina 
 C0 tEXP Dev.std. tEXP k logistico Dev.std. klogist.   
 [cells/μL] [ore] [ore] [ore-1] [ore-1]   
        
6 μE m-2 s-1 
3.125∙103 131.93 2.8989 0.00881 0.00119   
6.866∙103 71.917 0.27947 0.0132 0.00163   
1.508∙104 57.414 0.19492 0.00981 0.00138   
60 μE m-2 s-1 
3.125∙103 78.678 3.2786 0.0184 0.00234   
6.866∙103 55.882 1.3064 0.0197 0.00223   
1.508∙104 48.315 1.0372 0.0142 0.00143   
360 μE m-2 s-1 
3.125∙103 56.093 1.8143 0.0283 0.00377   
6.866∙103 53.043 1.4572 0.0253 0.00316   
1.508∙104 42.234 0.63149 0.0235 0.00244   
 
Tabella 5.9  Tabella riassuntiva contenente i risultati derivanti dalla procedura di figura 5.2 effettuata su Nannochloropsis gaditana “acclimatata”. In questa 
parte vengono riportati i valori medi con le relative deviazioni standard di: tempo delle fase esponenziale (tEXP) e tasso di crescita medio (klogisitco).  
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Ciò che emerge da questi risultati è come, per microalghe acclimatate, si riescono ad ottenere valori 
di concentrazione allo stazionario più elevati ad un’intensità luminosa di crescita di 360 μE m-2 s-1 e 
che tale valore non dipenda molto dalla concentrazione iniziale in quanto l’effettiva crescita è circa 
costante ad ogni specifico valore di irraggiamento. L’influenza della luce ha ripercussioni anche su 
tutte le altre variabili di crescita infatti, nelle condizioni di alta luce (HL) si hanno maggiori velocità 
massime di crescita Vmax e tassi medi (e massimi, μmax) di crescita klogistico i quali permettono di 
raggiungere più rapidamente la fase stazionaria con una conseguente riduzione dei tempi della fase 
esponenziale. Inoltre, dai risultati numerici sembrerebbe che microalghe acclimatate a bassa luce 
presentino una fase lag inferiore rispetto a quelle acclimatate in media ed alta luce come se 
risentissero in maniera minore eventuali stress legati ad una inerzia iniziale alla crescita (sistema di 
crescita o effetto della diluizione).  
 
 
5.3.1.2 Risultati: microalghe non acclimatate 
Come fatto per la sezione precedente, in questa sono raccolte le curve di crescita ed i risultati 
ottenuti con la quenching analysis di cellule di Nannochloropsis gaditana non acclimatate ai diversi 
regimi luminosi. L’inoculo iniziale è stato condotto sempre secondo la configurazione rappresentata 
in figura 5.12 con la microalga acclimatata a ML (60 μE m-2 s-1) mentre la crescita è stata 
monitorata a LL (6 μE m-2 s-1), ML (60 μE m-2 s-1) e HL (360 μE m-2 s-1) sempre mediante con il 
dispositivo di figura 5.11. Da evidenziare che la sezione del chip a 60 μE m-2 s-1 rappresenterà il 
riferimento con il quale si confronteranno le curve delle altre due sezioni dato che è stata inculata da 
cellule acclimatate e fatte poi crescere alla stessa intensità luminosa.  
Tuttavia, in questo caso, va fatta una precisazione riguardante il calcolo delle concentrazioni 
microalgali dai valori di fluorescenza massima. Nel caso “acclimatato” c’è stata la possibilità di 
utilizzare direttamente le correlazioni fluorescenza-concentrazione (§4.2.2.3) visto che 
l’acclimatazione delle microalghe per l’inoculo iniziale e la successiva crescita delle colture sono 
state condotte e riferite ad uno stesso valore di flusso luminoso. In questa prova le microalghe 
provengono da un’ambientazione condotta in beuta a media luce (60 μE m-2 s-1) e poi fatte crescere 
anche ad altri irraggiamenti. Come già detto, i valori di Fm sono legati al contenuto di clorofilla, la 
quale a sua volta dipende dall’irraggiamento. Di conseguenza, per le crescite condotte con flussi 
luminosi differenti alla luce media, ci si deve aspettare che il contenuto di clorofilla vari nel tempo 
e, ai fini del calcolo delle concentrazioni, a tempi via via crescenti, ci si dovrebbe spostare da una 
retta di taratura all’altra. A rigore, necessiterebbe conoscere la dinamica del contenuto di clorofilla 
al variare dell’irraggiamento oppure come varierebbe il valore di fluorescenza massima. 
L’impossibilità di ottenere tali informazioni ha costretto ad utilizzare solo correlazione matematica 
valida a 60 μE m-2 s-1 per la determinazione delle concentrazioni, cioè la relazione (5.10). 
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La stesura dei risultati ottenuti in questo paragrafo è identica a quella seguita per le microalghe 
acclimatate (§5.3.1.1). I punti sperimentali delle curve di figura 5.17 è ottenuto dalla media 
aritmetica di 5 valori di concentrazione cellulare (≡ numero di curve allo stesso valore di 
concentrazione iniziale C0 e specifico irraggiamento, in una singola replica biologica) per 3 repliche 
biologiche, con deviazione standard annessa. 
Le figure 5.18, 5.19 e 5.20 sono relative ai risultati ottenuti mediante la quenching analysis e riferite 
rispettivamente alla cinetica del Non-Photochemical-Quenching (NPQ), alla cinetica della resa del 
PSII e al valore di resa quantica massima ΦPSII  (indicata anche come Qy_max).  
Le curve di crescita medie discrete sono state interpolate con il modello logistico, i cui valori dei 
parametri si sono riportati nella tabella 5.10. Nelle tabelle 5.11, 5.12 e 5.13 sono invece concentrati 
i risultati numerici che dal modello logistico si sono ottenuti, come effettuato per la “prova di 
riferimento” ed elencati anche nel paragrafo §5.3.1.  
A ciascuna tabella o figura seguirà una loro breve descrizione mentre per i risultati grafici relativi al 
fitting si rimanda in Appendice D. 




Figura 5.17  Curve di crescita discrete di Nannochloropsis gaditana non acclimatata usando la correlazione a 60 μE m-2 s-1. Nei grafici in alto le curve sono 
parametriche rispetto alla concentrazione di inoculo iniziale mentre i grafici in basso sono state parametrizzate secondo il flusso luminoso con cui si sono 
condotte le crescite. 
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Da una rapida valutazione dei tre grafici valutati ad irraggiamento costante in figura 5.17 (grafici a 
6, 60 e 360 μE m-2 s-1 rispettivamente e parametrici ai valori di concentrazione iniziale C0), si nota 
come, nel grafico riferito alle crescite a 6 μE m-2 s-1 e 60 μE m-2 s-1, le curve di crescita a differenti 
valori di concentrazione iniziale evolvano nel tempo senza sovrapporsi. Altrettanto non si può 
affermare per il grafico a 360 μE m-2 s-1 per via di sovrapposizioni tra le curve (in particolare ci si  
riferisce alla curva parametrica a concentrazione cellulare iniziale di 1,508∙104 cells/μL) a tempi 
dove le altre due curve sembrerebbero aver raggiunto una crescita nulla. Inoltre si può chiaramente 
osservare che tutte le curve presenti in questo grafico hanno andamenti di crescita nettamente 
inferiori rispetto alle altre curve poste ad irraggiamenti inferiori. Questo evento potrebbe non essere 
legato all’intensità del segnale di fluorescenza dello strumento bensì ad una difficoltà che le 
microalghe incontrano nella crescita ad irraggiamenti maggiori. Infatti, sempre nel grafico in esame, 
la curva avente un maggior valore di concentrazione iniziale ha andamento pressoché costante 
rispetto alle altre dove si riscontra una debole crescita, indice probabilmente che il raggiungimento 
in tempi minori del valore di concentrazione limite di nutrienti (maggior velocità di consumo visto 
il maggior numero di individui cellulari già all’inoculo iniziale) è avvenuto in competizione alla 
capacità di adattamento ad una intensità luminosa differente.   
Una differente visione viene fornita dai tre grafici valutati ciascuno ad un determinato valore di 
concentrazione iniziale dove le curve discrete in ciascuno di essi sono parametriche rispetto 
all’irraggiamento di crescita. In questi grafici le curve parametriche a 60 μE m-2 s-1 (curve rosse) 
rappresentano il riferimento dato che trattano microalghe acclimatate in beuta a 60 μE m-2 s-1 e 
poste poi a crescere nel chip alla stessa intensità luminosa (non risentono quindi di una differente 
acclimatazione luminosa). Nel grafico relativo al valore di concentrazione inziale di 3,125∙103 
cells/μL, nei momenti iniziali si osserva una sovrapposizione tra le curve indice probabilmente che 
la crescita sia stata influenzata negativamente da una condizione iniziale troppo diluita di cellule nel 
volume di crescita in contemporanea. Tuttavia, per tempi più lunghi, le curve a 6 μE m-2 s-1 e 360 
μE m-2 s-1 sembrerebbero stazionare a valori di concentrazione inferiori rispetto al riferimento.  
Nel grafico relativo al valore di concentrazione inziale di 6.866∙103 cells/μL e 1.508∙104 cells/μL 
per microalghe poste ad irraggiamenti maggiori (360 μE m-2 s-1), l’andamento di crescita osservato 
conferma l’ipotesi di una inibizione alla crescita rispetto a microalghe poste a crescere a 
irraggiamenti inferiori (6 μE m-2 s-1). Addirittura nell’ultimo grafico citato, l’andamento della 
crescita delle microalghe poste a 6 μE m-2 s-1 è superiore al riferimento. 
In figura 5.18 invece sono rappresentati gli andamenti del fenomeno di NPQ in tre grafici valutati 
ognuno ad un preciso valore di concentrazione cellulare iniziale. Le curve cinetiche contenute in 
ciascuno di essi sono parametriche rispetto ai tre valori di irraggiamento di crescita. Una 
osservazione che viene portata alla luce dal loro andamento complessivo è che la cinetica del 
riferimento ha una tendenza (non continuamente verificata per tutto l’intervallo temporale) a 
stazionare a valori superiori mentre la cinetica relativa alla curva a 6 μE m-2 s-1 è più incline a 
stazionare tra le altre due curve. Secondo quanto enunciato sul fenomeno dell’NPQ nel paragrafo 
§5.3.1.1 (meccanismo foto-protettivo di dissipazione in calore dell’energia in eccesso) se si dovesse 
eseguire una quenching analysis ai momenti iniziali, ci si aspetterebbe una sovrapposizione delle tre 
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curve ad un certo valore in quanto le microalghe non hanno ancora avuto la possibilità di 
“riorganizzare” il proprio metabolismo per ambientarsi alle differenti condizioni luminose. Se si 
eseguisse una stessa analisi in tempi successivi, ciò che ci si aspetterebbe è una traslazione della 
curva cinetica a 360 μE m-2 s-1 verso valori di NPQ inferiori mentre una traslazione della curva 
cinetica a 6 μE m-2 s-1 verso valori di NPQ superiori, indice dell’avvenuta acclimatazione delle 
microalghe agli irraggiamenti di crescita. Il fatto che la curva a 360 μE m-2 s-1 abbia 
tendenzialmente un andamento inferiore rispetto al riferimento potrebbe indicare che, al momento 
della  quenching analysis (effettuata a circa 80 ore dall’inoculo iniziale), le microalghe si stavano 
acclimatando e quindi crescendo lentamente (come conferma la crescita in figura 5.17 nel grafico 
relativo all’irraggiamento di 360 μE m-2 s-1). 
Non si può dire altrettanto della curva cinetica a 6 μE m-2 s-1 che sembrerebbe essere ancora in fase 
di acclimatazione. 
In figura 5.19 sono rappresentate graficamente le cinetiche del PSII. Ciascun grafico è relativo ad 
un preciso valore di concentrazione cellulare iniziale C0 e le curve esposte in ognuno di essi sono 
parametriche rispetto all’irraggiamento di crescita. Un aspetto da rilevare è come la cinetica delle 
microalghe poste a 360 μE m-2 s-1 sia, nei primi istanti, sempre inferiore alle altre mentre la cinetica 
delle microalghe poste a 6 μE m-2 s-1 abbia un andamento molto simile al riferimento. 
In figura 5.20 è rappresentato un istogramma a barre dei valori medi della resa quantica massima 
del PSII. Ogni “blocco” è relativo ad un preciso valore di irraggiamento e ciascun “blocco” è 
costituito da tre barre relative ai tre valori di concentrazione cellulare iniziale scelti. Si nota come 
microalghe poste a crescere a 360 μE m-2 s-1 presentino dei valori di resa quantica massima ΦPSII 
uguali indipendentemente dal valore di concentrazione iniziale e, sebbene si assestano ad un valor 
medio di (0.58 ± 0,0035) inferiore rispetto agli altri due blocchi (0.65 ± 0,0052), le microalghe 
riescono comunque a sfruttare efficientemente l’energia luminosa. Questo a vantaggio rispetto ai 
sistemi di crescita classici.  
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Figura 5.18  NPQ (Non-Photochemical-Quenching) per Nannochloropsis gaditana non 
acclimatata. I grafici sono riferiti a ciascun valore di concentrazione iniziale e parametrici 
rispetto ai flussi luminosi si crescita. 




Figura 5.19  PSII Quantum Yield (Resa quantica del fotosistema II) per Nannochloropsis 
gaditana non acclimatata. I grafici sono riferiti a ciascun valore di concentrazione iniziale e 
parametrici rispetto ai flussi luminosi si crescita. 
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Figura 5.20  Maximum Quantum Yield – resa quantica massima per Nannochloropsis 
gaditana non acclimata ai flussi luminosi di crescita. 
 
In tabella 5.10 si sono raccolti i valori dei parametri a, μ e p del modello logistico ottenuti 
dall’interpolazione dei dati discreti di crescita dei grafici in figura 5.17.  
Da tabella 5.10 si osserva come, per irraggiamento di 6 μE m-2 s-1, il tempo al quale si ha la 
massima velocità di crescita (parametro p) sembra assestarsi ad un valor medio di 53 ore 
ndipendentemente dal valore di concentrazione iniziale mentre agli altri irraggiamenti diminuisce 
all’aumentare della concentrazione dell’inoculo inziale C0. Il valore del tasso massimo di crescita μ, 
invece decresce all’aumentare della concentrazione cellulare iniziale quando le microalghe vengono 
sottoposte ad irraggiamento di 6 μE m-2 s-1 mentre aumenta all’aumentare di C0 se sottoposte ad 
irraggiamento maggiore (360 μE m-2 s-1). 
I valori della crescita effettiva a confermano quanto già esposto ad inizio paragrafo nell’analisi delle 
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Tabella 5.10   Tabella riassuntiva dei parametri di fitting relativi alle curve di crescita dei 
grafici in figura 5.13 di Nannochloropsis gaditana non acclimatata. 
 
I parametri di crescita elencati nel paragrafo §5.3.1 ottenuti dal modello logistico mediante la 
procedura schematizzata in figura 5.2 sono raccolti in tabella 5.11, tabella 5.12 e tabella 5.13. 
Modello (5.2) ܿ(ݐ) =  ܿ଴ +  ܽ1 + ݁ିఓ ∙ (௧ ି ௣) 
 PARAMETRI DEL MODELLO 
Punto 
C0 a Dev.std. a μ Dev.std.  μ p Dev.std. p 
[cells / μL] [cells / μL] [cells / μL] [ore]-1 [ore]-1 [ore] [ore] 





3 13 482 889.22 0.0560 0.0157 52.678 5.5603 
6.866∙103 18 988 1 013.1 0.0488 0.00959 56.022 4.5410 




 3.125∙103 18 797 1 117.6 0.0527 0.0110 64.347 4.7108 
6.866∙103 22 414 740.07 0.0785 0.0151 41.785 2.7187 





 3.125∙103 13 470 584.64 0.0955 0.0231 59.140 3.0324 
6.866∙103 14 192 350.44 0.109 0.0167 57.681 1.6635 
1.508∙104 5 553 421.35 0.176 0.134 48.009 4.0511 






 Modello (5.2) ܿ(ݐ) =  ܿ଴ + ܽ1 + ݁ିఓ ∙ (௧ ି ௣)    
 Oggetto di studio Nannochloropsis gaditana non acclimatata    
 
Caratteristiche del sistema 
Dispositivo di chiusura Gabbia in lamiera forata (GL)   
 Dispositivo regolazione flusso luminoso Filtri ottici in gelatina   
 C0 C∞ Dev.std. C∞ Vmax Dev.std. Vmax μmax Dev.std. μmax tD Dev.std. tD 
 [cells/μL] [cells/μL] [cells/μL] [cells/(μL∙h)] [cells/(μL∙h)] [ore-1] [ore-1] [ore] [ore] 
          
6 μE m-2 s-1 
3.125∙103 16 607 889.22 188.85 68.756 0.0560 0.0157 31.292 9.0854 
6.866∙103 25 854 1 013.1 231.56 60.308 0.0488 0.00959 44.369 5.0804 
1.508∙104 50 558 3 024.4 390.04 166.27 0.0440 0.0138 43.414 6.8994 
60 μE m-2 s-1 
3.125∙103 21 922 1 117.6 247.51 69.680 0.0527 0.0110 33.733 8.9346 
6.866∙103 29 280 740.07 439.70 102.04 0.0785 0.0151 31.369 3.9046 
1.508∙104 37 367 1 221.2 493.07 216.06 0.0885 0.0322 43.444 0.98900 
360 μE m-2 s-1 
3.125∙103 16 595 584.64 321.74 95.236 0.0955 0.0231 46.611 5.0114 
6.866∙103 21 058 350.44 388.01 70.187 0.109 0.0167 57.087 1.3713 
1.508∙104 20 637 421.35 243.64 218.87 0.176 0.134 nr nr 
Tabella 5.11  Tabella riassuntiva contenente i risultati derivanti dalla procedura di figura 5.2 effettuata su Nannochloropsis gaditana “non acclimatata”. In 
questa parte vengono riportati i valori medi con le relative deviazioni standard di: concentrazione allo stazionario (C∞), velocità massima di crescita (Vmax),  
tasso massimo di crescita (μmax) e tempo di duplicazione (tD). 
 





 Modello (5.2) ܿ(ݐ) =  ܿ଴ + ܽ1 + ݁ିఓ ∙ (௧ ି ௣)    
 Oggetto di studio Nannochloropsis gaditana non acclimatata    
 
Caratteristiche del sistema 
Dispositivo di chiusura Gabbia in lamiera forata (GL)   
 Dispositivo regolazione flusso luminoso Filtri ottici in gelatina   






 [cells/μL] [ore] [ore] [cells/μL] [cells/μL] [ore] [ore] [cells/μL] [cells/μL] 
          
6 μE m-2 s-1 
3.125∙103 16.983 4.5328 4 732 1 087 88.374 0.51496 15 000 961.33 
6.866∙103 15.022 3.1039 9 129 1 159 97.023 0.45958 23 591 1097.0 
1.508∙104 4.7926 1.4324 19 313 2652.2 95.743 0.50134 46 330 3261.9 
60 μE m-2 s-1 
3.125∙103 26.375 5.7940 5 366 1 373 102.319 0.10748 19 681 1209.2 
6.866∙103 16.298 3.0697 9 538 1 495 67.272 0.71589 26 608 803.51 
1.508∙104 12.490 3.8056 17 740 2 106.1 57.683 0.64721 34 711 1322.1 
360 μE m-2 s-1 
3.125∙103 38.207 8.7264 4 731 1 321 80.074 0.34669 14 990 633.88 
6.866∙103 39.392 6.0341 8 558 1 162 75.969 0.37304 19 366 380.91 
1.508∙104 36.614 17.327 15 746 661.66 59.405 0.43043 19 975 454.96 
Tabella 5.12  Tabella riassuntiva contenente i risultati derivanti dalla procedura di figura 5.2 effettuata su Nannochloropsis gaditana “non acclimatata”. In 
questa parte vengono riportati i valori medi con le relative deviazioni standard di tempo di adattamento (tLAG), concentrazione di inizio fase esponenziale (CIN 
EXP),  tempo di fine fase esponenziale (tFIN EXP) e concentrazione di fine fase esponenziale (CFIN EXP). 
 
 




 Modello (5.2) ܿ(ݐ) =  ܿ଴ + ܽ1 + ݁ିఓ ∙ (௧ ି ௣)  
 Oggetto di studio Nannochloropsis gaditana non acclimatata  
 
Caratteristiche del sistema 
Dispositivo di chiusura Gabbia in lamiera forata (GL) 
 Dispositivo regolazione flusso luminoso Filtri ottici in gelatina 
 C0 tEXP Dev.std. tEXP k logistico Dev.std. klogist.   
 [cells/μL] [ore] [ore] [ore-1] [ore-1]   
        
6 μE m-2 s-1 
3.125∙103 71.390 4.0179 0.0162 0.00343   
6.866∙103 82.001 2.6444 0.0116 0.00178   
1.508∙104 90.950 0.93104 0.00962 0.00225   
60 μE m-2 s-1 
3.125∙103 75.945 5.6865 0.0171 0.00316   
6.866∙103 50.975 2.3538 0.0201 0.00287   
1.508∙104 45.193 3.1584 0.0149 0.00242   
360 μE m-2 s-1 
3.125∙103 41.867 8.3797 0.0276 0.00275   
6.866∙103 36.576 5.6611 0.0223 0.000920   
1.508∙104 22.791 16.896 0.0104 0.00279   
Tabella 5.13   Tabella riassuntiva contenente i risultati derivanti dalla procedura di figura 5.2 effettuata su Nannochloropsis gaditana “non acclimatata”. In 
questa parte vengono riportati i valori medi con le relative deviazioni standard di: tempo delle fase esponenziale (tEXP) e tasso di crescita medio (klogisitco). 
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I risultati numerici ottenuti dal modello confermano quanto è stato descritto dalla prima analisi 
qualitativa che si è fornita dalla semplice osservazione delle curve di crescita discrete di figura 5.17. 
In modo generale sembrerebbe che le microalghe abbiano difficoltà ad acclimatarsi al passaggio a 
valori di irraggiamento più elevati, infatti presentano delle fasi lag maggiori rispetto 
all’acclimatazione a bassa luce e che, se si considera questo aspetto in relazione anche con il tempo 
della fase esponenziale, il quale è molto inferiore rispetto a quelli presenti nelle altre curve, è un 
indice che la crescita condotta in alta luce potrebbe essere stata limitata dalla scarsità dei nutrienti. 
L’ipotesi di una competizione tra l’acclimatazione cellulare in alta luce e l’effetto di una 
concentrazione di nutrienti tale da non sostenere una crescita è visibile nel grafico relativo al valore 
di irraggiamento di 360 μE m-2 s-1. In esso la curva con valore di concentrazione cellulare iniziale 
maggiore presenta valore del tempo della fase lag elevato ma non differente rispetto alle altre (sotto 
lo stesso irraggiamento) ma il numero più elevato di individui cellulari ha generato un consumo di 
nutrienti maggiore senza l’evento di una crescita. Mentre le due curve a valori di concentrazione 
cellulare inferiore presentano comunque una rapida crescita, testimoniata anche da valori di tasso 
medio di crescita klogistico confrontabili con il riferimento ma di seguito inibita dalla bassa 
concentrazione di nutrienti. 
 
 
In questo capitolo si sono presentate in modo separato le prove effettuate con il dispositivo di figura 
5.12 su Nannochloropsis gaditana posta a tre valori di irraggiamento. Si è dedicato il Capitolo 6 al 
confronto tra queste due prove al fine di avere anche un riscontro più diretto tra i differenti 






Analisi dei dati sperimentali 
 
 
Nel Capitolo 5 si sono presentati i risultati sperimentali ottenuti dal monitoraggio della crescita 
cellulare di Nannochloropsis gaditana utilizzando il microsistema descritto nel Capitolo 2. Questi 
risultati derivano da due tipologie di analisi (§4.1.5): Fv/Fm e quenching analysis nelle quali, 
rilevando i valori di fluorescenza, è stato possibile sia il rilevamento di parametri fotosintetici 
(NPQ, resa quantica del PSII (ΦPSII) alla luce e resa quantica massima del PSII (Φmax)) e sia, 
attraverso la procedura descritta nel capitolo §4.2.2, di ottenere le curve discrete di crescita 
cellulare. 
In questo capitolo si vogliono porre a confronto i risultati ottenuti dalla crescita delle microalghe, 
una volta pre-acclimatate oppure non pre-acclimatate alle medesime condizioni di luce utilizzate 
durante la crescita nel micro-fotobioreattore. I dati discussi e proposti per il confronto nei grafici 
sono gli stessi presentati nel Capitolo 5. 
 
 
6.1 Confronto tra cellule di Nannochloropsis gaditana sottoposte o 
meno ad un evento di pre-acclimatazione 
In questa sezione si confronteranno i risultati ottenuti durante la crescita condotta con cellule 
sottoposte o meno ad un evento di pre-acclimatazione dove per “acclimatazione” si deve intendere 
la capacità che possiede la microalga di riorganizzare il suo apparato fotosintetico in relazione al 
flusso luminoso di crescita in termini di contenuto di clorofilla. Si proporranno successivamente 
anche i confronti grafici su alcuni parametri di maggior interesse (tabulati in tabella 5.6 e 5.8) per 
poter comprendere più velocemente in che modo l’oggetto in esame reagisca alle diverse condizioni 
cui è stato posto nelle diverse condizioni di crescita. Si ricorda che i valori di concentrazione 
cellulare discreti delle curve per cellule non sottoposte ad una fase di pre-acclimatazione e 
rappresentate in figura 6.1, figura 6.2 e figura 6.3 sono state tutte calcolate mediante la correlazione 
fluorescenza-concentrazione valida ad un irraggiamento di 60 μE m-2 s-1 (relazione 5.9) per motivi 
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6.1.1  Confronto tra le curve di crescita 
In questo paragrafo si pongono a confronto gli andamenti delle curve di crescita discrete per cellule 
pre-acclimatate e non pre-acclimatate in grafici valutati ad uno stesso valore di concentrazione 
iniziale ma differente valore di irraggiamento (figura 6.1, figura 6.2 e figura 6.3) mentre, per la 
visione del confronto complessivo di tutte le curve di crescita, si rimanda all’Appendice D.4. 
Da una prima osservazione tra le figure 6.1, 6.2 e 6.3 si osserva come le curve di crescita discrete in 
alta luce per cellule non pre-acclimatate presentano un evidente scostamento negativo dalle curve 
per cellule acclimatate, indipendentemente dal valore di concentrazione cellulare iniziale C0. 
Comportamento opposto sembrerebbe riscontrarsi in condizione di bassa luce, ben visibile nei 
grafici con valori di concentrazione iniziale 3.125∙103 cells/μL (concentrazione cellulare minima; 
figura 6.1) e 1.508∙104 cells/μL (massima; figura 6.3). 
Delle informazioni più precise si possono ottenere da alcuni risultati che sono stati ottenuti dalla 
elaborazione matematica delle curve di crescita: la concentrazione allo stazionario C∞ (figura 6.4), il 
tasso di crescita medio klineare (figura 6.5), il tasso massimo di crescita μmax (figura 6.6), i tempi della 
fase lag (tLAG) e di fine fase esponenziale tFIN EXP (figura 6.7) e l’intensità della velocità di crescita 
massima Vmax (figura 6.8).  
Ricordando che l’inoculo iniziale nella prova di crescita per cellule non pre-acclimatate alle 
condizioni di luce del micro-fotobioreattore è stato effettuato con microlaghe cresciute a luce con 
intensità di 60 μE m-2 s-1, il confronto tra i risultati ottenuti da entrambe le prove allo stesso flusso 








Figura 6.1  Confronto grafico tra curve di crescita medie con valore di concentrazione iniziale di 3.125∙103 cells/μL ottenute nelle prove “acclimatate” (■) e 
“non acclimatate” (□).  
 
 




Figura 6.2   Confronto grafico tra curve di crescita medie con valore di concentrazione iniziale di 6.866∙103 cells/μL ottenute nelle prove “acclimatate” (■) e 
“non acclimatate” (□). 
 




Figura 6.3  Confronto grafico tra curve di crescita medie con valore di concentrazione iniziale di 1.508∙104  cells/μL ottenute nelle prove “acclimatate” (■) e 
“non acclimatate” (□). 




Figura 6.4  Confronto della concentrazione allo stazionario raggiunto tra Nannochloropsis 
gaditana nella prova acclimatata e non acclimatata. 
 
 
Figura 6.5  Confronto del tasso medio di crescita  raggiunto nella fase esponenziale tra 
Nannochloropsis gaditana nella prova acclimatata e non acclimatata. 




Figura 6.6   Confronto del tasso massimo di crescita  raggiunto nella fase esponenziale tra 
Nannochloropsis gaditana nella prova acclimatata e non acclimatata. 
 
Figura 6.7  Confronto grafico dei tempi della fase lag e di fine fase esponenziale sulla crescita 
di  Nannochloropsis gaditana nella prova acclimatata e non acclimatata. 




Figura 6.8   Confronto grafico della velocità massima di crescita di  Nannochloropsis gaditana 
nella prova acclimatata e non acclimatata. 
 
 
6.1.1.1  Informazioni ottenute dall’analisi delle curve di crescita 
Da figura 6.4, prendendo in oggetto le cellule di Nannochloropsis gaditana non sottoposte ad una 
fase di pre-acclimatazione e poste a crescere ad intensità luminose inferiori (bassa luce), si nota 
come riescano a raggiungere valori di concentrazione cellulare a stazionario C∞ coincidenti con 
quelle pre-acclimatate. Lo stazionario viene raggiunto con dei tassi medi di crescita (figura 6.5) 
decrescenti linearmente con il valore di concentrazione cellulare inziale C0 e che, se confrontati con 
le cellule pre-acclimatate, si discostano per valori di concentrazione iniziale più bassi. Questo 
comportamento potrebbe essere legato ad un effetto di diluizione aggiuntivo all’adattamento 
cellulare ad una intensità luminosa di crescita differente in quanto si nota che, per concentrazioni 
iniziali più elevate, il valore del tasso medio di crescita tende a convergere verso valori simili a 
quello per cellule pre-acclimatate. Come si nota da figura 6.7, questo effetto viene giustificato da 
valori di tempo di adattamento tLAG più elevati per concentrazioni cellulari iniziali più diluite, ma 
convergenti ai valori delle cellule acclimatate per inoculi iniziali più concentrati. Ciò significa che 
concentrazioni iniziali diluite porterebbero ad un tempo maggiore affinché le microalghe possano 
iniziare a crescere e ad un consumo di nutrienti non legato ad una crescita ma solo ad una 
condizione di adattamento iniziale. Siccome le prove sono state condotte in modalità batch, questo 
ha ripercussioni sul tempo di fine della fase esponenziale tFIN EXP che può essere visto come il tempo 
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per il quale l’effetto dei nutrienti inizia ad influenzare l’andamento esponenziale di crescita. Infatti 
per concentrazioni diluite questo è inferiore al caso acclimatato, indice di un consumo di nutrienti 
più rapido se lo si confronta ai casi con concentrazioni superiori. 
 
Nella crescita monitorata ad alta luce, il valore dello stazionario finale è molto inferiore rispetto al 
caso acclimatato indipendentemente dalla concentrazione iniziale ed esso viene raggiunto con tassi 
medi di crescita che, se confrontati con cellule acclimatate, sono decrescenti all’aumentare della 
concentrazione cellulare iniziale. Se si osservano anche i valori dei tempi della fase lag si notano 
come questi siano circa costanti tra loro se confrontati solo nella prova non acclimatata ma sono 
superiori (il doppio) se confrontati con la prova acclimatata. Questo è indice di una maggiore 
difficoltà di adattamento iniziale che comporta un consumo di nutrienti senza che ci sia crescita 
microalgale per tempi maggiori. 
 
In definitiva, dalle informazioni ricavate, si deduce come la crescita sia influenzata in maggior 
modo da un passaggio da una condizione di luminosità maggiore e che questa influenza è 
principalmente legata all’acclimatazione iniziale, la quale a sua volta può essere ricondotta alla 
velocità alla quale la microalga è costretta a ridurre la quantità di clorofilla per evitare di incorrere a 
quenching-non-fotochimico. Riguardo a quest’ultima considerazione sono utili i risultati ottenuti 
nel § 6.1.2. 
 
 
6.1.2 Confronto tra parametri fotosintetici 
Di seguito si troveranno i confronti tra i risultati ottenuti dalla quenching analysis effettuata dopo 
circa 80 ore dall’inoculo iniziale (vedi § 4.1.5.1). Si mostreranno in figura 6.9 i confronti 
riguardanti la resa quantica massima, in figura 6.10 quelli relativi al quenching-non-fotochimico, 
mentre in figura 6.11 quelli relativi all’efficienza del PSII. Inoltre, in figura 6.12, si sono voluti 
anche confrontare gli andamenti della resa quantica massima nel tempo ottenuti dagli output che 
FluorCam restituiva a ciascuna analisi. 
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Figura 6.9  Confronto grafico tra le prove acclimatate (■) e “non acclimatate” (□) del comportamento di “quenching-non-fotochimico” tra le diverse 
concentrazioni iniziali e i differenti flussi luminosi di crescita. 




Figura 6.10 Confronto grafico tra le prove acclimatate (■) e “non acclimatate” (□) della cinetica del PSII  tra le diverse concentrazioni iniziali e i differenti 
flussi luminosi di crescita. 
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Figura 6.11  Confronto grafico tra le prove acclimatate (□) e “non acclimatate” (■) dell’andamento temporale della resa quantica massima tra le diverse 
concentrazioni iniziali e i differenti flussi luminosi di crescita. 




Figura 6.12  Confronto grafico tra le resa quantica massima rilevata per le diverse 
concentrazioni iniziali nelle prove acclimatate (riempimento barra senza motivo)  e non 
acclimatate (riempimento barra motivo a linee oblique). 
 
 
6.1.2.1  Informazioni ottenute dall’analisi dei parametri fotosintetici 
I grafici di figura 6.11 esprimono le dinamica della resa quantica massima registrata ai vari flussi 
luminosi ed in seguito agli eventi di acclimatazione iniziale, durante l’intero periodo di crescita. Si 
nota come questa fase dinamica risulti più evidente a partire da valori di concentrazioni inferiori, 
tendendo ad annullarsi (cioè ad essere costante nell’intervallo temporale di crescita monitorato) a 
valori di concentrazione iniziale sempre più crescenti. Questo aspetto è tanto più marcato quanto è 
maggiore il valore del flusso luminoso di crescita indipendentemente dalle condizioni di 
acclimatazione iniziale.  
Considerando invece le curve ottenute a partire da cellule acclimatate e non acclimatate si nota 
come, nel passaggio a flussi luminosi inferiori, l’apparato fotosintetico riesce a sfruttare 
efficientemente già nei momenti iniziali l’energia della radiazione incidente e dove le curve non 
acclimatate sembrano ricalcare l’andamento di quelle acclimatate. Situazione opposta avviene al 
passaggio a flussi luminosi superiori dove le curve non acclimatate stazionano a valori di resa 
quantica massima sempre inferiori rispetto a quelle acclimatate. 
I due diversi comportamenti (passaggio a flussi luminosi inferiori e superiori) possono essere 
interpretati in termini di sfruttamento della clorofilla presente nelle antenne. Infatti, partendo da una 
situazioni in cui le microalghe acclimatate ad un flusso luminoso intermedio posseggono una certa 
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quantità di clorofilla, il passaggio a flussi luminosi inferiori comporta un totale sfruttamento della 
clorofilla già presente (e che nel tempo tenderà ad aumentare in quantità) per riuscire a catturare il 
maggior numero di fotoni provenienti da un flusso luminoso più basso. Nel passaggio a flussi 
luminosi maggiori avviene la situazione opposta ed il contenuto di clorofilla tenderà a diminuire nel 
tempo per ridurre l’acquisizione del numero di fotoni per unità di tempo e quindi ridurre la 
possibilità che l’energia di eccitazione in eccesso vada a catalizzare reazioni radicaliche i cui 
prodotti altamente reattivi sono dannosi per l’apparato fotosintetico stesso. 
Questa capacità foto-protettiva che possiede il PSII al fine di autodifendersi dai surplus energetici è 
rappresentata dal processo dell’NPQ (Non-Photochemical Quenching) nei grafici in figura 6.9. In 
generale, maggiore è l’intensità del segnale di NPQ raggiunto e maggiore è la capacità che possiede 
la microalga di proteggersi dissipando calore. Si nota come, al passaggio verso flussi luminosi più 
bassi, le curve non acclimatate tendano a stazionare a livelli inferiori rispetto a quelle pre-
acclimatate per valori di concentrazione cellulare iniziale più elevati. Una situazione opposta 
avviene al passaggio verso flussi luminosi superiori dove, la stessa capacità di dissipare calore che 
cellule non pre-acclimatate hanno rispetto a cellule pre-acclimatate, si riscontra a concentrazioni 
cellulari iniziali più elevate (6,866∙103 cells/μL e 1,508∙104 cells/μL). Si può inoltre osservare che, a 
parità di concentrazione iniziale, le curve in alta luce hanno valori di NPQ più bassi rispetto ala 
bassa luce, indice di una minor dissipazione termica legata al fatto che l’energia viene quasi 
interamente utilizzata dalla microalga per svolgere le proprie funzioni fotosintetiche. 
In figura 6.10 invece si può osservare come, indipendentemente dalle concentrazioni cellulari 
iniziali, l’efficienza del PSII sia superiore nel caso di crescita condotta a bassa luce mentre sia 
sempre inferiore nella crescita condotta ad alta luce indice di una minor capacità di riuscire a 
sfruttare l’energia dei fotoni assorbiti.   
 
Dalle informazioni che si sono ottenute si può constatare che il passaggio verso flussi luminosi 
inferiori non comporta stress eccessivi all’apparato fotosintetico e di conseguenza non influenza 
negativamente la crescita. Tutt’altre considerazioni emergono dai risultati ottenuti al passaggio 
verso un irraggiamento più alto dove, seppur meccanismi foto-protettivi intervengono al fine di 
regolare quell’energia non utilizzata dai fotosistemi per inibire l’innesco di reazioni radicaliche, 
l’efficienza con cui il PSII riesce a sfruttare i fotoni assorbiti è inferiore.  
Inoltre, come è emerso anche dalle correlazioni fluorescenza-concentrazione (§4.2.2.3), più elevato 
è il valore di intensità luminosa e minore è il valore di fluorescenza perché minore è la quantità di 
clorofilla presente; ciò significa il passaggio verso irraggiamenti maggiori costringe la microalga a 
ridurre il suo contenuto in clorofilla mentre situazione opposta si verifica al passaggio verso 
irraggiamenti inferiori. Dai confronti su microalghe non pre-acclimatate, i valori dei tempi di 
adattamento al passaggio verso l’alta luce rispetto ai valori nel passaggio verso bassa luce, 
aumentano dalle 21 ore (per le curve a concentrazione cellulare iniziale a 3.125∙103 cells/μL) alle 31 
ore (per le curve a concentrazione cellulare iniziale a 1.508∙104 cells/μL) indice di una richiesta di 
periodi di tempo tanto maggiori quanto più elevata è la concentrazione cellulare per riuscire ad 
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acclimatare tutte le cellule alle condizioni imposte e di come una riduzione obbligata del contenuto 
di clorofilla nel fotosistema sia quindi più difficoltosa rispetto ad una sua produzione, come accade 
invece verso il passaggio a bassa luce. Questo comportamento implica che, per concentrazioni 
cellulari elevate, il tempo necessario ad acclimatare le microalghe ad irraggiamenti maggiori non è 
compatibile nel micro-fotobioreattore nella configurazione batch per via di una costante 
diminuzione di nutrienti. Questa competizione che si viene a creare per elevate concentrazioni 
cellulari iniziali tra tempo necessario per l’acclimatazione al passaggio in alta luce e tempo al quale 
la crescita inizia ad essere influenzata dalla concentrazione dei nutrienti, è evidenziata dalla durata 
della fase esponenziale e dalle concentrazioni allo stazionario. Infatti, rispetto a cellule non pre-
acclimatate in bassa luce, microalghe poste in alta luce presentano una riduzione dei tempi della 
fase esponenziale fino ad 68 ore, relative alle curve a concentrazione cellulare iniziale a 1.508∙104 
cells/μL. I valori di concentrazione allo stazionario per microalghe non pre-acclimatate in alta luce 
invece si assestano mediamente a 20000 cell//μL indice di una crescita effettiva nettamente inferiore 
rispetto a microalghe non pre-acclimatate poste a bassa luce dove per concentrazione cellulare 





Configurazione in flusso 
 
Anche se non si sono effettuate analisi mediante questa configurazione, si è voluto dedicare un 
capitolo per descrivere l’elevata quantità di informazioni che da essa è possibile ottenere ma anche 
le difficoltà di renderla fattibile. 
Si presenterà inizialmente il sistema complessivo comprensivo della fase di montaggio; 
successivamente l’indagine fluidodinamica effettuata per verificare la realizzazione pratica della 





7.1 Modalità di conduzione delle analisi 
Sotto questa configurazione possono essere considerate altre due modalità di condurre le prove 
sperimentali a seconda delle caratteristiche delle soluzioni che si vorranno iniettare nei due canali di 
alimentazione principale. 
1. Se le soluzioni iniettate sono uguali cioè presentano la medesima concentrazione di nutrienti, 
non si verrà a creare alcun gradiente trasversale ma si avrà una situazione in cui, giunti allo 
stazionario, ciascun pozzetto lungo una qualsiasi riga presenterà uno stesso valore di 
concentrazione di nutrienti.  
2. Se le soluzioni iniettate sono differenti e quindi non presentano la stessa concentrazione allora 
si instaurerà un gradiente trasversale tanto più marcato quanto più la concentrazione delle 
specie in soluzione è differente. Il caso estremo consiste nell’iniettare in un canale di 
alimentazione esclusivamente il terreno base (cioè privo di nutrienti) mentre nell’altro un 
terreno di crescita di concentrazione delle specie nota. 
Ci si vuole focalizzare sul secondo caso, cioè in presenza di un gradiente. Per essere precisi si vorrà 
mantenere costante nel tempo il gradiente tra le varie righe di pozzetti e questo verrà ottenuto 
settando le portate dei due canali laterali di alimentazione. L’obiettivo sarà quello di determinare la 
crescita cellulare con una concentrazione di nutrienti costante per ciascun pozzetto (ma differente 
da pozzetto a pozzetto per via del gradiente trasversale che si instaurerà una volta attivati i canali 
laterali di alimentazione). Restringendo il ragionamento ad un’unica riga di pozzetti si ha che il 
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profilo di concentrazione che si viene ad instaurare in assenza di reazioni chimiche o biochimiche è 
praticamente quello già riportato in figura 2.4. Siccome all’interno del pozzetto l’uniformità di 
concentrazione delle varie specie sarà garantita dalla diffusione, la presenza di una popolazione di 
microorganismi sarà responsabile del consumo di una parte dei nutrienti, e quindi ci sarà un termine 
di reazione Ri che ne provocherà una diminuzione. Una riga di pozzetti può essere approssimata ad 
una serie di CSTR dove il consumo dei nutrienti non sarà costante nel tempo perché legata al 
numero di cellule e quindi alla crescita: maggiore sarà il numero di cellule, maggiore sarà la 
quantità di nutriente consumato e, per mantenere la concentrazione del pozzetto costante nel tempo, 
maggiore dovrà essere l’apporto di nutrienti. Vista la configurazione in serie è poi da considerare 
che il pozzetto successivo (nella stessa riga) risentirà degli effetti di quello precedente. 
 
 
7.2 Verifica fluidodinamica: tenuta idraulica e formazione del gradiente 
Prima di destinare la configurazione in flusso alle analisi sperimentali della crescita di 
Nannochloropsis gaditana è necessario verificare due fattori: la tenuta idraulica del chip assemblato 
e la formazione di un gradiente stabile. 
La simulazione fluidodinamica di Figura 2.4 ci ha solo informato che il chip così configurato è 
ideale per le analisi effettuate in diffusione, restituendo anche un profilo di concentrazione che si 
verrà a creare in ciascuna riga di pozzetti. Tuttavia affinché tale risultato computazionale possa 
essere sfruttato ai nostri fini dovrà essere riproducibile nella pratica. 
Questi obiettivi possono essere raggiunti effettuando preliminarmente una verifica idrodinamica. 
Inizialmente, una volta montato il sistema, la tenuta idraulica può essere verificata iniettando con 
una certa portata [μL/min] solo acqua distillata nei canali di alimentazione. Si può pensare di 
iniziare a relativamente basse portate per poi aumentare progressivamente. L’aumento di portata 
comporta un aumento della pressione interna nei canali di alimentazione fino al limite tale da 
generare spandimento esterno o sollevamento del layer nelle sezioni dei pozzetti (le quali 
corrispondono alle sezioni in cui non è presente la gabbia). In tal modo è possibile avere una stima 
del valore massimo di portata utilizzabile. 
Per verificare la formazione del gradiente si è fatto uso di un colorante liquido; il colorante 
utilizzato è inchiostro di china, colore 2 (rosso carminio). In particolare è stata preparata una 
soluzione di questo (1.8 mL di colorante in 200 mL di soluzione acquosa) ed è stata iniettata in un 
canale di alimentazione mentre nell’altro canale è stato immesso un flusso di H2O distillata pura. 
Una degli aspetti da considerare riguarda la dinamica dell’intero fenomeno inteso come il tempo 
impiegato dalla diffusione per la formazione di un gradiente stabile (stato stazionario) in tutte le 
righe di pozzetti del chip. 
Per avere una stima di questo tempo è stata effettuata una simulazione fluidodinamica che si è 
voluta rappresentare in Figura 7.1. Si è voluto solamente simulare il comportamento di una singola 
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riga di pozzetti attraverso una mappa colorimetrica; ciascuna riga è parametrica rispetto al tempo. 
Al tempo t0 = 0 minuti il colorante deve ancora diffondere e quindi l’intera riga è riempita 
solamente da H2O distillata (colore blu scuro). Mano a mano che passa il tempo il colorante inizia a 
diffondere fino a raggiungere lo stazionario ad un tempo approssimativo di 80 minuti. Ciò che si 
crea nel transitorio è una controdiffusione tra le specie presenti; questa è tanto più intensa quanto 




Figura 7.1  Simulazione dinamica effettata in COMSOL Multyphysics® su una riga di 
pozzetti. Le immagini sono discretizzate nel tempo ed informano che il transitorio si 
esaurisce dopo un periodo di circa 1 ora e 20 minuti.  
 
7.3 Montaggio del sistema in flusso per la prova fluidodinamica 
Il sistema è praticamente lo stesso utilizzato nella configurazione batch comprensivo del chip 
epossidico sigillato con il layer di PDMS e della gabbia metallica per garantire la tenuta idraulica 
(Figura 7.1-b). La differenza è che in questo tipo di modalità vi sarà l’utilizzo anche di una pompa a 
siringa necessaria a creare il flusso nei due canali laterali di alimentazione. La pompa a siringa 
utilizzata è della Harvard Apparatus, modello “PDH Ultra” funzionante sia in infusione sia in 
aspirazione (Figura 7.2-a). 
 




 (a) (b) 
 
Figura 7.2  Pompa a siringa della Havard Apparatus, modello PDH Ultra (a) e del chip assemblato pronto per la prova in 
flusso (b). 
 
La pompa a siringa viene montata con delle classiche siringhe in plastica (obbligatoriamente sterili 
per condurre le analisi di crescita) e collegate con il chip mediante dei tubicini. 
Di seguito viene descritta la procedura per il montaggio del sistema complessivo. 
Per questa tipologia di prova, la strumentazione utilizzata non necessita di sterilizzazione. 
1. Foratura del layer di PDMS in corrispondenza dei canali di alimentazione principali. I fori 
costituiranno le entrate e le uscite del fluido per la creazione del gradiente. Questa fase viene 
attenuta ponendo inizialmente il layer sopra il chip, segnando con un pennarello i punti 
desiderati. Successivamente si rimuove il layer segnato, lo si pone su una superficie pulita 
orizzontale e con punch da biopsia da 0.5 mm lo si fora nei punti corrispondenti. La 
pressione che si esercita in questa operazione sul punch deve essere uniforme e 
perpendicolare al piano d’appoggio al fine di evitare che nel PDMS si formino fratture. 
Proseguire con la foratura fino alla superficie opposta evitando qualsiasi azione che generi 
momento torcente sul punch. Siccome non è possibile la fuoriuscita del punch dalla 
superficie opposta, necessita insistere con la foratura tenendo il layer in mano per rimuovere 
dalla punta del punch il cilindro di PDMS (carota) derivante dalla foratura. La successiva 
rimozione del punch viene effettuata nella medesima modalità della foratura, cioè evitando 
qualsiasi azione meccanica che vada a rompere la struttura del foro appena creato. 
Ripetere la procedura per ogni foro segnato e pulire la superficie del layer da residui di 
taglio. 
 
2. Preparazione delle siringhe della pompa a siringa. Le due siringhe utilizzate sono in plastica 
ed hanno capacità di 60 mL ciascuna. Hanno la funzione di fungere da accumulo per le 
soluzioni che vengono iniettate nei canali di alimentazione ed hanno un tempo di 
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svuotamento θS [min] dipendente dalla portata di infusione Fs [μL/min] impostata alla 
pompa:  
θS [min] = 60∙103 [μL] / Fs [μL/min]. 
Riempire con egual volume una siringa solo con H2O distillata mentre l’altra con una 
soluzione di colorante e posizionarle nelle apposite sedi. Assicurarsi che all’interno della 
siringa non vi siano bolle d’aria. 
 
3. Preparazione del chip. Posizionare correttamente il chip sopra la parte inferiore della gabbia 
in lamiera. Riempire completamente il chip con la matrice liquida (cioè la soluzione senza la 
sostanza con la quale si vuole creare il gradiente; in queste prove la matrice è H2O 
distillata). Il riempimento dei canali secondari viene fatta mediante versamento della matrice 
liquida direttamente sopra il chip. La sua chiusura viene effettuata con il layer forato in 
modo tale che: 
- i fori vadano a coincidere con le posizioni precedentemente volute nei canali di 
alimentazione; 
- non si creino bolle d’aria in nessuna parte del chip. 
La chiusura con il layer comporta sversamento dell’H2O in eccesso. Completare la chiusura 
con la parte superiore della gabbia. 
La chiusura della gabbia deve garantire una tenuta idraulica ed esercitare su ciascun punto 
superficiale del chip una pressione uniforme. Vista l’impossibilità di misurare questa 
“pressione” i risultati di questa operazione sono perlopiù legati alla manualità dell’operatore. 
 
4. Collegamento siringa – chip. Il collegamento viene effettuato mediante tubi in PVC (Tygon, 
Microbore Clear Tubing, ID = 0.020"; OD = 0.060"). Avvitare a ciascuna siringa un ago 
smussato in acciaio inossidabile (attacco universale, lunghezza ago =  ½") che funge da 
adattatore tra la sezione di uscita del foro della siringa e quella del tubo in PVC. Inserire 
l’ago all’interno del tubo in PVC per circa 4-5 mm facendo attenzione a non “tagliare” la 
superficie interna del tubo.  
La sezione all’estremità opposta del tubo viene tagliata a circa 45° in modo tale da evitare 
che la sezione di passaggio del fluido nel tubo non vada ad ostruirsi con la superficie del 
canale di alimentazione. Con la stessa logica, ripetere l’operazione anche con i tubi di uscita 
del fluido dal chip. 
Prima di inserire il tubo tagliato nell’apposito foro di entrata del chip ingabbiato, avviare la 
pompa con una portata arbitraria in modo da riempire il volume interno al tubo ed evitare 
quindi di inoltrare aria nel sistema. Eventualmente procedere all’inserimento dei tubi di 
infusione nel foro di entrata con pompa in funzione, una volta corretta la portata al valore 
desiderato. 
In figura 7.3 sono esposte alcune fotografie del sistema complessivo montato.  









Figura 7.3  In (a) e (b) fotografie del sistema finale montato comprensivo di pompa con 
siringhe, collegamenti e chip ingabbiato con i rispettivi tubi di uscita. In (c): ingrandimento 
del sistema di pompaggio con le siringhe riempite, mentre in (d) ingrandimento del chip 
dall’alto con i tubi di entrata ed uscita delle soluzioni (con colorante e senza colorante). 
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7.3.1 Risultati della prova sperimentale sulla verifica fluidodinamica 
Si vogliono di seguito esporre i risultati ottenuti dalla prova considerata.  
In figura 7.4 è esposta una fotografia di come il sistema finale dovrebbe presentarsi una volta 
raggiunto uno stazionario stabile.  
 
 
Figura 7.4  Fotografia a fine prova e che simula il comportamento diffusivo di un 
componente all’interno del chip una volta raggiunto uno stazionario stabile. 
 
Attraverso un’analisi di immagine sulla foto effettuata con ImageJ si è potuto legare la scala di 
colori in ciascun pozzetto della foto ad un gradiente adimensionalizzato, una volta convertita la foto 
in scala di grigi. Il risultato finale è esposto in figura 7.5.  
 
 
Figura 7.5  Grafico a barre risultante dall’analisi di immagine. In ordinata viene indicata 
la concentrazione adimensionalizzata rispettoal colorante mentre in ascissa la riga di 
pozzetti. Ogni colonna è ottenuta  quindi dalla media di  nove posizioni orizzontali come 
intuibile da figura 7.4.   
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7.3.1.1  Conclusioni 
Nella prova di verifica fluidodinamica non solo si è visto che la gabbia ha permesso di mantenere 
una buona tenuta idraulica ma anche che è stato possibile configurare questo chip in flusso con la 
creazione di un gradiente diffusivo. 
Questo è un risultato importante visto che di conseguenza è possibile sfruttare la stessa logica con 
cui si sono condotte le prove di crescita in modalità batch anche in flusso con tutti i vantaggi 
sperimentali che si possono ottenere evitando di utilizzare un sistema ancora più piccolo (cfr. § 5.1). 
 
 
7.4 Indicazioni per la conduzione delle crescite in flusso 
Si è voluto dedicare un breve paragrafo per fornire delle indicazioni relative ad alcune praticità da 
considerare quando si avvia una prova di crescita in flusso. Le difficoltà pratiche riscontrate nel 
montaggio e conduzione della verifica fluidodinamica si possono ripresentare quando si considera 
la presenza aggiuntiva di microorganismi. 
Innanzitutto la crescita può essere condotta mettendo il chip: 
a. totalmente ad un unico valore di irraggiamento; 
b. a tre differenti irraggiamenti usando il dispositivo di controllo dell’intensità. 
In entrambi i casi, ciascuna riga di pozzetti dovrà avere lo stesso valore di concentrazione cellulare 
iniziale (5 repliche tecniche) così da poter monitorare più curve di crescita sotto lo stesso 
irraggiamento (caso a., fino a 9 curve di crescita in tutto il chip), o la crescita ad irraggiamenti 
differenti a scapito del numero di curve di crescita (caso b., 3 curve di crescita per ciascuna intensità 
luminosa – come nelle prove batch). 
Le maggiori difficoltà pratiche incontrate riguardano l’ottenere una pressione di chiusura più 
uniforme possibile sulla superficie del layer la quale può essere regolata agendo esclusivamente 
sulla gabbia superiore attraverso le viti. Essa può influire indirettamente sulla velocità del flusso 
convettivo per ciascuna sezione trasversale dei canali di alimentazione (e quindi la capacità di 
creare una situazione in cui i canali possano essere assimilati a dei serbatoi a capacità illimitata) ed 
anche la chiusura sulle sezioni di crescita dove la lamiera è stata tagliata per evitare sollevamento 
interno.  
Altre criticità riguardano: 
 chiusura del chip con il layer. A seguito dell’inoculo in tutti i pozzetti, le microalghe 
possono trovarsi in sospensione nel volume di crescita. Per evitare la formazione di bolle nel 
sistema, la superficie del chip viene interamente ricoperta di terreno minimo senza creare 
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turbolenza nei pozzetti ed il layer forato viene adagiato in modo che le microalghe non 
escano dai pozzetti. 
 evitare la formazione di bolle. Questo aspetto è essenziale per la conduzione delle prove in 
flusso visto che, se presenti in un canale secondario o all’imbocco/sbocco di un pozzetto, le 
bolle andrebbero ad interrompere la diffusione lungo l’intera riga. Tuttavia, anche se nella 
fase preparatoria del chip si evita questo problema, bisogna assicurarsi che anche durante 
tutto l’arco temporale nel quale si monitora la crescita non vi sia formazione di bolle. La 
formazione di bolle può verificarsi a seguito di una evaporazione del terreno di crescita 
indotta dall’irraggiamento e/o dalla vicinanza alla sorgente di luce; in particolare quando si 
opera ad irraggiamenti elevati o così elevati che il sistema non è in grado di dissipare il 
calore acquistato. Le zone dove si può maggiormente prevedere l’evaporazione sono quelle 
dove il volume di terreno è ridotto e quindi principalmente nei canali secondari. 
Si discuterà di eventuali soluzioni nel prossimo paragrafo. 
 
 
7.4.1 Evaporazione in flusso: problematiche e soluzioni 
Il fenomeno dell’evaporazione indotta dipende da più fattori, dipendenti ed indipendenti dal chip.  
Le principali cause, indipendenti dall’assemblaggio del chip, riguardano l’aumento di temperatura 
attribuito alla distanza relativa tra il chip e la sorgente luminosa e dal flusso luminoso di 
quest’ultima. Infatti la formazione di bolle può verificarsi anche a relativamente bassi flussi 
luminosi se il chip viene a trovarsi troppo vicino alla sorgente luminosa. In assenza di un sistema di 
regolazione della temperatura implementato al chip assemblato, l’evaporazione può essere attribuita 
all’efficienza ed efficacia del sistema di regolazione dalla temperatura della camera di crescita. In 
questo lavoro si è utilizzato un armadio in cui la temperatura media interna (fissata ad un set-point 
di 22°C) viene ripristinata con aria preventivamente raffreddata (raffreddamento per convezione 
forzata). Il sistema ovviamente viene ad attivarsi una volta che il sensore riceve un segnale 
differente da quello impostato ma tale segnale dipende dalla posizione dove è posto il sensore. In tal 
modo ci si avvicina sempre di più a monitorare una temperatura locale e di conseguenza, per armadi 
di crescita di grandi dimensioni, sarebbe più opportuno implementare più sensori. 
Le cause che invece sono dipendenti dal chip assemblato riguardano un aumento di temperatura 
dovuto intrinsecamente al sistema di crescita. Infatti, come enunciano le proprietà termiche del 
PDMS di tabella 2.1, si deduce che non è un buon conduttore termico e quindi l’irraggiamento 
diretto dei pozzetti e l’incapacità di dissipare questo calore renderebbe difficoltoso il ripristino delle 
condizioni di temperatura desiderate andando ad aumentare l’energia interna di ciascun pozzetto e 
quindi la temperatura. Tale fenomeno viene ad amplificarsi con l’utilizzo del dispositivo di 
controllo dell’intensità il quale va ad appoggiarsi alla gabbia metallica superiore (come in figura 
5.11); sebbene sia stato costruito in modo da rimanere sollevato tanto da favorire un minimo 
146 Indicazioni per la conduzione delle crescite in flusso 
 
ricambio di aria ma al contempo evitare irraggiamenti laterali dall’ambiente esterno differenti da 
quelli voluti che si hanno perpendicolarmente, si crea comunque un suo riscaldamento.   
Le soluzioni al problema di un aumento di temperatura da varie cause consistono in un intervento 
sulla temperatura interna ed esterna al sistema assemblato. Nel seguito sono proposte in modo 
qualitativo due possibili soluzioni tecniche: 
 progettazione di una camera di crescita di dimensioni inferiori studiata esclusivamente per 
contenere il/i micro-fotobioreattore/i; in questo modo si interviene sempre sulla temperatura 
esterna al chip ma, riducendo il volume della camera, si ha un maggior controllo sulla 
temperatura di set-point che può essere raggiunto in tempi più rapidi. Considerando che le 
dinamiche di trasferimento del calore verso il chip sono in serie, si riduce quindi la 
probabilità che queste vadano ad alterare lo stato termico del volume di crescita microalgale 
in quanto il sistema di regolazione interviene in modo rapido e tempestivo sull’ambiente 
esterno (e di conseguenza sui materiali-sorgente).  
Un’idea di come questa camera può essere progettata è quella di considerarla come in figura 
7.6: un parallelepipedo a base rettangolare con la base superiore in grado di traslare 
verticalmente e alla quale verrà implementata la sorgente luminosa. Le pareti dovranno 
avere dei fori destinati agli ingressi ed uscite dei tubi per configurare il chip in condizioni di 
flusso mentre alla base mobile superiore sono consigliabili delle feritoie per l’uscita di aria 
calda ed il ricircolo. Il ricambio di aria è importante in quanto il chip assemblato e posto 
sotto irraggiamento, può divenire anch’esso una sorgente di calore che andrebbe ad 
aumentare la temperatura dell’aria internamente alla camera di crescita. 
 Intervenire con un sistema di controllo della temperatura. Il controllo su ciascun pozzetto 
sarebbe la miglior condizione da ottenere ma è difficoltosa da conseguire per via delle 
dimensioni del sensore. Una problematica aggiuntiva riguarda il posizionamento del sensore 
(internamente od esternamente al chip) in un luogo opportuno tale da evitare ritardi 
dell’azione di controllo. 
  
 
Figura 7.6  Immagine effettuata  mediante AutoDesk Inventor ® della versione semplificata 
della possibile camera di crescita termostatata.   
Piastra mobile superiore in acciaio con feritoie 
per ricambio aria 
 
Tubi a fluorescenza (sorgente luminosa 
intercambiabile) 
Vetro doppio frontale 
Vetro doppio laterale 
 






L’obiettivo della tesi ha riguardato lo sviluppo di un micro-fotobioreattore in poli-dimetilsilossano 
(PDMS) per monitorare la crescita cellulare di Nannochloropsis gaditana in terreno minimo con 
CO2 non limitante al variare delle condizioni di crescita. A seguito di prove iniziali di riferimento e 
sfruttando la permeabilità che il PDMS reticolato presenta nei confronti della CO2 e la sua 
trasparenza alla radiazione luminosa, si è valutata l’evoluzione temporale cellulare in modalità 
batch in relazione a tre differenti intensità luminose continue: 6 (bassa luce), 60 (luce media) e 360 
μE m-2 s-1 (alta luce). Gli esperimenti hanno incluso l’osservazione di tre curve di crescita aventi 
valori di concentrazione iniziale differenti considerando per ciascuna di esse due casistiche di:  
- monitoraggio della crescita a partire da microalghe precedentemente sottoposte ad una fase 
di pre-acclimatazione alle intensità sopracitate; 
- monitoraggio della crescita in bassa ed alta luce prendendo in considerazione microalghe 
pre-acclimatate in luce media.  
Per ogni prova sperimentale si sono inoltre ottenuti dati inerenti all’efficienza fotosintetica (resa 
quantica massima, efficienza del PSII e cinetica di NPQ) mediante quenching analysis. 
Il raggiungimento dell’obiettivo prefissato ha comportato la creazione di un sistema in grado di 
eliminare effetti di evaporazione dell’ambiente acquoso di crescita durante le prove ed una nuova 
metodologia di analisi “non-distruttiva”, differente rispetto alle classiche utilizzate per monitorare la 
crescita, al fine di non compromettere le colture contenute all’interno del micro-fotobioreattore. La 
tecnica utilizzata sfrutta il contenuto differente di clorofilla che le microalghe presentano a 
differenti valori di irraggiamento. Tale contenuto è collegato al valore di fluorescenza emesso dalla 
clorofilla ed è stato possibile costruire delle correlazioni fluorescenza-concentrazione cellulare 
utilizzate di volta in volta per la determinazione dei punti sperimentali di crescita. Dalle curve di 
crescita discrete si è poi eseguito un fitting utilizzando un modello logistico modificato in quanto 
l’interpolazione effettuata col modello classico presenta un problema di shift verticale rispetto ai 
dati sperimentali. Dal modello si sono poi stimati parametri di crescita di ciascuna curva (tasso 
medio e tasso massimo di crescita, tempo al quale si ha la massima velocità di crescita, crescita 
effettiva, tempo e concentrazione di inizio e fine fase esponenziale, valore di concentrazione allo 
stazionario e intensità della velocità massima di crescita) che assieme ai parametri fotosintetici 
hanno fornito informazioni relative al comportamento cellulare nei due casi sopra citati.  
I risultati evidenziano che microalghe pre-acclimatate presentano valori di concentrazione allo 
stazionario maggiori in alta luce rispetto alla bassa luce e che l’apparato fotosintetico riesce 
comunque a svolgere le proprie funzioni senza incorrere a fotoinibizione. Dal confronto eseguito 
con i risultati provenienti da microalghe non pre-acclimatate si è riscontrata una maggior difficoltà 
che le microalghe incontrano nel passaggio a valori di irraggiamento superiori rispetto al passaggio 
verso intensità più basse. Il comportamento riscontrato indica quindi una maggior capacità che la 
microalga possiede di adattare il proprio apparato fotosintetico verso irraggiamenti inferiori che 
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spingono ad una maggior produzione di clorofilla rispetto ad una sua riduzione per via del 
passaggio ad intensità superiori. Un limite che emerge dalle prove condotte in alta luce per cellule 
non pre-acclimatate riguarda il monitoraggio delle crescite in modalità batch a partire da 
concentrazioni cellulari troppo elevate per via di una successiva competizione anche con il consumo 
dei nutrienti. 
Le prove in condizioni di flusso si sono limitate alla verifica idraulica del micro-fotobioreattore 
mediante un colorante al fine di valutare la possibilità di creare un gradiente stabile (regime 
puramente diffusivo) e di riuscire quindi ad adattare il micro-fotobioreattore anche per il 
monitoraggio delle crescite in condizioni di flusso. Nelle prove di verifica, condotte a temperatura 
ambiente, sono emerse difficoltà collegate all’ottenere e mantenere in tutta la superficie del chip 
una pressione di chiusura uniforme probabilmente legate a deformazioni che la gabbia subisce 
durante il suo utilizzo nel tempo. La difficoltà nella riproducibilità pratica del montaggio del 
sistema complessivo comporta il dover perfezionare il dispositivo di chiusura od almeno la parte 
superiore. Si consigliano materiali in grado di non deformarsi nel tempo e possibilmente trasparenti. 
Sebbene sia contrassegnato come materiale fragile si consiglia lo sviluppo della parte superiore del 
dispositivo di chiusura in vetro forato con spessore non inferiore a 2.5 mm prestando attenzione al 
carico esercitato durante l’operazione di chiusura. 
Limitandosi alla modalità batch, futuri aggiornamenti potrebbero riguardare il monitoraggio della 
crescita all’aumentare della concentrazione iniziale di sostanze nel terreno di crescita quali azoto o 
fosforo. Per ciò che riguarda il micro-fotobioreattore in condizioni di flusso c’è la necessità di 
progettare un efficiente sistema di regolazione della temperatura al fine di evitare la formazione di 
bolle nei punti critici dove il regime diffusivo può più facilmente destabilizzarsi (imbocco, sbocco o 






























A. TERRENO DI CRESCITA 
B. MODELLI DI CRESCITA 
C. SCHERMATURA GABBIA: EFFETTO E SOLUZIONE 
D. RACCOLTA GRAFICI  
   





Terreno di crescita 
 
Nannochloropsis Gaditana è una specie microalgale che vive in ambiente marino. 
Condizione necessaria affinché si possa sfruttarla sperimentalmente è la “riproduzione” del suo 
ambiente naturale in laboratorio. Tuttavia è impossibile ottenere le stesse caratteristiche naturali, per 
cui l’ambiente di crescita sperimentale è una miscela contenente gli elementi minimi necessari alla 
sua sopravvivenza. 
Come detto nel paragrafo § 3.2, il terreno di crescita è costituito da due parti: 
- terreno base. Soluzione acquosa sterile (H2O milli-Q) contenente sale marino ed una 
soluzione tampone; 
- arricchimento. Soluzione sterile concentrata contenente tutti i nutrienti necessari alla 
microalga. 
In questo modo, se ai fini sperimentali si vuole monitorare il comportamento della microalga a 
diversa concentrazione di nutrienti, è possibile farlo variando il volume di arricchimento da 
aggiungere. 
Di seguito si vogliono brevemente esporre le caratteristiche del terreno base e dell’arricchimento. 
 
TERRENO BASE 
Sea salt (sale marino) 32 g / L 
Tampone (TRIS) (*) 40 mM 
pH 8.0 (**) 
(*) TRIZMA: Tris(idrossimetil)amminometano cloroidrato (sale dell’acido cloridrico e di un amminoalcol). 
(**) pH corretto con HCl 6N. 
Tabella A.7.4.1  Caratteristiche del terreno base. 
 
La seguente figura invece è l’estratto utilizzato per la preparazione dell’arricchimento. 
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Figura A.1 Caratteristiche e quantità per preparazione dell’arricchimento.  





Modelli di crescita 
 
In questa parte si esporranno i modelli matematici che possono essere utilizzati quando si vuole 
quantificare l’andamento temporale di una popolazione di elementi. 
In generale, a ciascun istante di tempo fissato, il numero di individui può essere descritto da tre 
termini: nascita, morte e migrazione (dal o verso il sistema) ossia da una relazione generale: 
ܣ = ܧ − ܷ + ܲ − ܥ. (A.1) 
Il termine A è riferito all’accumulo di individui nel tempo, il termine E (entrata) ed U (uscita) 
indicano rispettivamente la migrazione di individui nel e dal sistema mentre i termini P 
(produzione) e C (consumo) possono essere identificati rispettivamente  con il termine di nascita e 
morte. 
In un sistema chiuso non si ha migrazione (E = 0 = U) così che l’accumulo è identificato solamente 
dal termine di nascita e morte. La loro differenza, ad un istante di tempo fissato, indica una 
“quantità netta” di individui ad uno specifico istante di tempo: 











 Sistema aperto Sistema chiuso 
 
In questo lavoro, come si intuisce dal protocollo utilizzato per inoculare il chip (§ 4.2.1.2), si ha a 
che fare con un sistema chiuso dato che le microalghe vengono introdotte nel sistema solamente al 
momento iniziale, dopodiché il loro comportamento dipenderà esclusivamente dalla combinazione 
di nascita e morte. Inoltre, se si assumono le condizioni dell’ambiente di crescita delle microalghe 
ottimali da favorire il loro metabolismo, il mantenimento delle condizioni di sterilità durante 
l’inoculo ed il monitoraggio della crescita, permette di assegnare l’elevata concentrazione di 
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individui e la scarsità di nutrienti come uniche cause di morte. Variabili come una temperatura 
troppo elevata, la presenza di batteri nocivi o interazioni tra le specie stesse (predazione, 
competizione e mutualismo) possono essere cause aggiuntive di morte cellulare. 
Si presume allora che il comportamento nel tempo di ciascun individuo sia indipendente dagli altri 
individui e che quindi non vi sia interazione tra loro e che la velocità di crescita della popolazione 
dipenda solamente dalla concentrazione o numero di individui. 
I modelli continui che seguono si basano sulle ipotesi sopra esposte e si rimanda a testi più specifici 
per eventuali approfondimenti in materia che considerano anche interazioni tra le specie 
(Mathematical Models in Population Biology and Epidemiology; Fred Brauer, C. Castillo – Cavez). 
Una precisazione riguarda la variabile in analisi nei prossimi paragrafi. Di seguito si è riportato con 
N il numero di cellule ma nulla impedisce ad utilizzare la concentrazione C sotto l’assunzione che il 
volume dell’ambiente di crescita rimanga costante durante l’intero monitoraggio della crescita (e 
quindi durante il reperimento dei dati sperimentali). 
 
B.1  Descrizione discreta della crescita 
In campo sperimentale ciò che si può ottenere da un’analisi di crescita sono delle coppie di valori 
discreti di concentrazione ad uno specifico tempo (tk ; Ck). 
Da essi è possibile applicare un’analisi matematica non continua per dare un’indicazione del 
comportamento step-by-step.  
Identificando con Nk il numero di cellule ad un tempo specifico tk e con h un intervallo di tempo 
costante tale che tk+1 = (tk + h) si può allora esprimere matematicamente il numero di cellule nate in 
quell’intervallo di tempo con n∙Nk∙h mentre il numero di cellule morte con m∙Nk∙h. Con n e m si 
identificano due variabili che prendono il nome rispettivamente di “velocità di nascita” e “velocità 
di morte”. Di conseguenza la variazione netta del numero di cellule in quell’intervallo di tempo h 




∙ ( ௞ܰାଵ − ௞ܰ) = (݊ − ݉) ∙ ௞ܰ (A.3) 
 
Il termine (n – m) prende il nome di velocità netta di crescita e viene solitamente indicata col 
termine μ: 
 (݊ − ݉) ≡ ߤ (A.4) 
 
Considerando l’intervallo di tempo h molto piccolo, al limite infinitesimo, l’equazione (A.3) 




=  ߤ ∙ ܰ(ݐ) (A.5) 




Il primo membro prende il nome di velocità istantanea di crescita. 
Ipotizzando di applicare l’analisi a due tempi generici consecutivi t1 e t2 mediante l’integrazione di 
(A.5) è possibile ottenere: 
- Velocità Media Assoluta (VMA) di crescita nell’intervallo da t1 a t2 : 
 
܄ۻۯതതതതതതത =  ଵ
୲మି୲భ
 ∫ ୢ ୒(୲)
ୢ୲
 dt =  ଵ
୲మି୲భ








- Velocità Media Relativa (VMR) di crescita nell’intervallo da t1 a t2 : 
 
܄ۻ܀തതതതതതത =  ଵ
୲మି୲భ
 ∫ ଵ
୒(୲) ୢ ୒(୲)ୢ୲  dt =  ଵ୲మି୲భ  ∫ ୢ ୒(୲)୒(୲) =  ૚ܜ૛ିܜ૚୲మ୲భ  [ܔܖ(ۼ૛) − ܔܖ(ۼ૚)]୲మ୲భ  (A.7) 
 
In definitiva l’equazione (A.7) rappresenta la linearizzazione logaritmica applicabile al set di valori 
discreti che compongono la curva di crescita. 
 
B.2  Modelli continui di crescita 
I modelli di crescita che verranno successivamente mostrati sono i più comuni e la maggior parte di 
essi vengono solitamente descritti con curve parametriche di crescita sigmoidee (S-shaped growth 
curve). Per “parametriche” si deve intendere che nella loro forma letterale presentano parametri che 
indentificano un asintoto, un’intercetta sull’asse delle ordinate e una velocità di crescita istantanea. 
Questi parametri non solo hanno un proprio significato fisico attribuibile a ciò che si sta studiando 
ma permettono anche di rendere la modellazione più flessibile. 
Si vogliono velocemente elencare alcuni modelli per poi descrivere in dettaglio quello utilizzato 
nelle interpolazioni dei dati in questo lavoro. 
1. Linear Growth Model (Janoschek) 
 
ܰ(ݐ) =  ଴ܰ +  ߚݐ (A.8) 
 
2. Logarithmic Reciprocal Model (Lundqvist – Korf) 
 
ܰ(ݐ) =  ݁ఈିఉ ௧⁄      ,      ݐ ≠ 0 (A.9) 
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3. Logistic Model (Hossfeld) 
 
ܰ(ݐ) =  ேಮ
ଵାఈ௘షഁ೟
     ,      ݐ ≥ 0 (A.10) 
 
4. Gompertz Model (Stannard) 
 
ܰ(ݐ) =  ܰஶ ݁ିఈ ௘షഁ೟       ,      ݐ ≥ 0 (A.11) 
 
5. Weibull Model (Schnute) 
 
ܰ(ݐ) =  ܰஶ ݁ିఉ௧ം       ,      ݐ ≥ 0 (A.12) 
 
6. Negative Exponential Model (Morgan – Mercer – Flodin; M – M – F) 
 
ܰ(ݐ) =  ܰஶ൫1 −  ݁ିఉ௧൯      ,      ݐ ≥ 0 (A.13) 
 
7. Von Bertalanffy Model (McDill – Amateis) 
 
ܰ(ݐ) =  ܰஶൣ1 −  ߚ݁ିఒ(ଵି௞௧)൧ଵ (ଵି௞)⁄  (A.14) 
 
8. Log Logistic Model (Yoshida) 
 
ܰ(ݐ) =  ேಮ
ଵାఉ௘షೖ ౢ౤(೟)      ,      ݐ > 0 (A.15) 
In letteratura si possono trovare altri modelli ma ai nostri fini non vale la pena addentrarci 
ulteriormente. Per approfondimenti è possibile consultare “Growth Curve Modeling – Theory and 
Application, Michael J. Panik”. 
 
 
B.2.1  Modello logistico 
Il modello che è stato utilizzato nelle interpolazioni è il modello logistico (A.10) ma ciò che segue 
può essere esteso anche ad altri modelli. Esso può anche essere riscritto in altra forma: 
 
ܰ(ݐ) =  ேಮ
ଵାఈ௘షഁ೟
=  ு∙ேబ
ேబା(ுିேబ) ௘షೝ೟ =  ஺ଵା௘షೖ(೟ష೎)        ,         ݐ ≥ 0 (A.16) 
 
La forma al terzo membro di destra è quella adottata nelle interpolazioni (lettere incluse) ma, da un 
semplice confronto, è possibile ricavare che: 




ܣ =  ܪ =  ܰஶ (A.17) 
݇ = ݎ =  ߚ (A.18) 
݁௞௖ =  ߙ =  ு
ேబ
− 1 (A.19) 
 
In definitiva il parametro A indica il valore del numero di cellule (o concentrazione) che si avrebbe 
a tempi t → +∞ cioè una volta raggiunti la fase stazionaria. Il parametro k (β) ed il parametro α sono 
due parametri di crescita; il primo identifica la pendenza della curva mentre il secondo indica il 
numero di cellule (o concentrazione) a metà della fase esponenziale. 
Matematicamente la funzione logistica presenta un punto di flesso (o inversione della curva) e 
quindi ci si aspetterà una inversione del segno della derivata prima. 






మ  (A.20) 
La derivata prima rispetto al tempo presenta un massimo assoluto al quale è possibile attribuire un 
significato fisico ed indica la massima intensità della velocità di crescita. L’ascissa di questo punto 
invece indica il tempo al quale questa avviene ed è solitamente indicata con il simbolo μmax di 




= max ௧಺ಿஹ௧ஹ௧ಷ಺ಿ ቀௗேௗ௧ ቁ = ௗమேௗ௧మ = ஺∙௞మ∙௘ೖ(೟శ೎)∙൫௘ೖ೎ି௘ೖ೟൯൫௘ೖ೟ା௘ೖ೎൯య = 0 (A.21) 
 
Come si può facilmente ricavare, la derivata seconda si annulla per t = c. 
Nella seguente figura si vuole esporre graficamente l’andamento del modello logistico e della sua 
derivata con le informazioni di maggior interesse. Una precisazione va effettuata sulla velocità di 
crescita e riguarda la sua definizione in campo biologico. Infatti quando si parla di velocità di 
crescita la si deve intendere all’interno della fase esponenziale evidenziata nel grafico in figura 
all’interno del range temporale  tIN ≥ t ≥ tFIN ed ordinata NINEXP ≥ N ≥ NFINEXP . Questo intervallo 
divide la curva un in due regioni: 
- tLAG = tIN – t0 : indica la fase di “lag” o adattamento delle cellule all’ambiente; 
- t > tFIN : indica una fase decrescente in cui l’andamento di popolazione è influenzato dalle    
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Figura B.1  Rappresentazione grafica dell’andamento del modello logistico, della derivata 
prima e seconda.  
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Per informazione si è voluto anche evidenziare, in modo qualitativo senza entrare nella spiegazione, 
l’andamento del modello logistico e della sua derivata prima al variare dei parametri del modello 
(A, k, c). 
 
 
Figura B.2  Nei grafici in alto si evidenzia il comportamento del modello logistico al 









Schermatura gabbia: effetto e soluzione 
 
Come sottolineato nel paragrafo §4.2.1.3, la presenza della gabbia in lamiera non va ad alterare 
l’apporto di energia luminosa durante la fase di crescita ma nella fase di analisi al FluorCam crea un 
“effetto barriera” per la radiazione incidente rilasciata dalle lampade dello strumento stesso. Questo 
comporta una diminuzione della clorofilla eccitata e quindi ad un valore del segnale di fluorescenza 
minore rispetto a se si effettuasse l’analisi senza gabbia. 
Assumendo che tutti gli effetti derivanti dalla schermatura siano contenuti all’interno della retta di 
taratura è possibile ipotizzare che il limite massimo di fluorescenza possa essere raggiunto per 
valori di concentrazione più elevati rispetto alla gabbia in rete metallica (GR) o senza gabbia (visto 
che parte della radiazione incidente viene bloccata). Tuttavia questa ipotesi non è stata verificata in 
questo lavoro. 
Uno dei vantaggi dell’utilizzo di questo chip nel campo sperimentale riguarda la possibilità di 
monitorare la crescita (od in generale una variabile qualsiasi) eseguendo un’analisi per ciascun 
pozzetto. Tuttavia il successivo confronto è corretto se ciascun pozzetto è soggetto alle medesime 







Figura C.1 Nell’immagine di sinistra si vuole mostrare la posizione relativa tra chip in 
esame e sorgenti eccitanti in una qualsiasi analisi al FluorCam. A destra una riproduzione 
CAD della vista dall’alto del chip ingabbiato con evidenziati in grassetto i pozzetti che più 
potrebbero risentire dell’effetto schermante. 
 
Chip PDMS 
(s = 5 mm) 
 
Layer PDMS 
(s = 2 mm) 
Sorgenti FluorCam 
Lamiera superiore  
(di chiusura) 
(s = 1.5 mm) 
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In base alle caratteristiche costruttive dello strumento ed alla posizione relativa tra sorgente 
eccitante e chip, i pozzetti centrali nelle sezioni laterali sembrerebbero non risentire molto della 
schermatura. Nella fase di crescita e taratura le microalghe sono sedimentate sul fondo ad una 
distanza di circa 8 ÷ 9 mm dalla superficie. Questo impedisce lo sfruttamento completo dell’energia 
eccitante proveniente dalle lampade dello strumento. È probabile che se le sorgenti fossero state 
poste orizzontalmente sopra il chip ingabbiato il problema della schermatura della gabbia non 
esisterebbe. Necessita quindi trovare un metodo per correggere l’anomalia della schermatura. 
 
C.1 Metodo sperimentale per correzione effetto schermatura 
La considerazione di partenza è che in ciascun pozzetto il segnale di fluorescenza in uscita a seguito 
dell’eccitazione (quello rilevato dallo strumento) possa essere differente al variare della 
concentrazione e dell’acclimatazione delle microalghe (quindi al contenuto di clorofilla). 
Matematicamente: 
 
ܨ ௠௜௝ = ݂(݈ܽܿܿ݅݉ܽݐܽݖ݅݋݊݁, ܿ݋݊ܿ݁݊ݐݎܽݖ݅݋݊݁)௜௝      ݅ = ݎ݅݃ܽ;  ݆ = ܿ݋݈݋݊݊ܽ          (Eq. C.1) 
  
Il metodo pensato comporta onerosità in termini di tempo ed è molto simile al protocollo utilizzato 
per la taratura. 
Avendo a disposizione la Tabella 7 con i valori di concentrazione iniziale inoculati per diversi 
irraggiamenti è possibile scegliere 7 punti di quei punti per ciascun irraggiamento. 
Si inocula ciascun pozzetto del chip con un unico valore di concentrazione e lo si chiude con il 
layer e la gabbia in lamiera. Successivamente si deve attendere la sedimentazione delle microalghe 
(21 ore indicativamente) e si effettua un’analisi al FluorCam per rilevare il valore di fluorescenza 
massima con la gabbia (prima) e senza la gabbia (poi). Dopo ciò si esegue una conta complessiva 
media su tutti i pozzetti nel caso la concentrazione microalgale fosse variata. 
In tal modo si hanno a disposizione 45 valori di fluorescenza massima (con e senza gabbia) validi 
per quel valore di concentrazione. 
Si ripete lo stesso procedimento per le altre concentrazioni scelte ad un fissato irraggiamento. 
Si ripete poi la medesima procedura per microalghe acclimatate a differenti flussi luminosi. 
Ciò che in definitiva si va ad effettuare con questo metodo è un’indagine locale pozzetto per 
pozzetto in cui scegliendo inizialmente l’acclimatazione delle microalghe e mantenendo costante la 
concentrazione si quantifica la “perdita” del segnale di fluorescenza per effetto della schermatura; il 
confronto viene fatto con i valori del segnale di fluorescenza senza gabbia. 
L’idea finale è quella di disporre di un set di dati (concentrazione ; “fattore correttivo”) per ciascun 
pozzetto validi ad un preciso irraggiamento. Questi dati saranno poi soggetti ad interpolazione.  
 




Sono state effettuate solo due prove valutate ad irraggiamento di 60 μE m-2 s-1 con concentrazione 
iniziale di 3.125∙103 cells/μL e 2.549∙104 cells/μL. 
Nelle seguenti tabelle si sono voluti esporre i valori percentuali di fluorescenza massima che viene 
schermata espressi come rapporto tra la differenza di fluorescenza massima con la gabbia e 
fluorescenza massima senza gabbia rispetto alla fluorescenza massima senza gabbia: 
 % ܨ௠ ݏܿℎ݁ݎ݉ܽݐܽ =  ி ೘ ೄಶಿೋಲିி ೘಴ೀಿி ೘ೄಶಿೋಲ =  ி ೘ ೄ಴ಹಶೃಾಲ೅ಲி ೘ೄಶಿೋಲ        ,       per ogni pozzetto              (Eq. 





μE m-2 s-1 
Sezione 1 Sezione 2 Sezione 3 
1 2 3 1 2 3 1 2 3 
    
1 37,41% 29,45% 30,12% 49,31% 45,75% 45,26% 44,39% 37,52% 54,99% 
2 33,20% 34,65% 47,22% 38,00% 40,93% 45,72% 39,10% 41,42% 42,71% 
3 38,03% 36,01% 36,89% 43,54% 38,39% 47,42% 46,33% 37,23% 36,75% 
4 39,78% 32,50% 38,73% 39,21% 39,42% 47,43% 47,74% 38,91% 41,73% 





μE m-2 s-1 
Sezione 1 Sezione 2 Sezione 3 
1 2 3 1 2 3 1 2 3 
    
1 53,59% 66,20% 72,52% 76,52% 71,13% 62,53% 65,92% 56,79% 64,76% 
2 50,33% 50,85% 53,23% 52,25% 48,00% 50,48% 58,91% 55,74% 51,59% 
3 51,05% 47,99% 58,40% 64,84% 51,98% 53,73% 56,00% 47,69% 44,58% 
4 53,67% 48,76% 50,66% 58,03% 50,71% 54,62% 62,82% 54,02% 49,24% 
5 67,93% 70,23% 70,32% 72,57% 67,59% 72,36% 75,07% 58,45% 58,92% 
Tabella C.1  Raccolta dei valori percentuali di fluorescenza massima schermata dalla 
gabbia in lamiera per microalghe acclimatate a 60 μE m-2 s-1 a due valori di 
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Figura C.2  Rappresentazione grafica mediante istogramma a barre dei valori percentuali 
di fluorescenza massima schermata contenuti in tabella C.1. 
 
Come da risultati esposti in tabella C.1 e relativi grafici in figura C.2 si nota come il valore di 
fluorescenza massima schermata dalla lamiera è differente a seconda della concentrazione iniziale 
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e, anche se non verificato in questo lavoro, ci si attende che sia differente anche in base 
all’acclimatazione come esposto nella formulazione C.1. 
Questo metodo permetterebbe la correzione degli effetti derivanti dalla schermatura della gabbia. 
La procedura è: 
- si ottiene il valore di fluorescenza massima per ogni pozzetto; questo deriva dall’analisi di 
crescita effettuata al PAM con la gabbia in lamiera nel modo classico. 
- A ciascun pozzetto è attribuita una perdita il cui valore dipende dal flusso luminoso di 
crescita (noto), dalla concentrazione (nota solo la concentrazione iniziale) e dalla posizione 
del pozzetto (nota). Effettuando un’analisi al PAM con la gabbia e poi senza, è possibile 
conoscere per ogni pozzetto: 
 fluorescenza massima con gabbia; 
 fluorescenza massima senza gabbia. 
Conoscendo il valore di concentrazione iniziale si ottiene un set discreto di dati: 
 (C; Fm CON GABBIA)  
 (C; Fm SENZA GABBIA)  
e sfruttando i valori delle due fluorescenze, mediante Eq. C.2: 
 (C; % Fm SCHERMATA).  
 
La loro interpolazione permetterà di ottenere una serie di curve parametriche al flusso 
luminoso per ogni pozzetto del chip in grado di correlare la perdita di fluorescenza con la 
concentrazione; in pratica è come effettuare una prova di “taratura” su ciascun pozzetto. In 
definitiva si avranno 45 curve per ciascun valore di flusso luminoso di crescita. 
- Ottenuto il valore di fluorescenza massima dal monitoraggio della crescita è possibile 
ricavare la percentuale perduta; dividendo il primo per la percentuale è possibile ricavare il 
valore di fluorescenza massima che si avrebbe senza la gabbia ed utilizzarlo poi per il 
calcolo della concentrazione mediante la correlazione . 
- Ripetendo questo per tutti i pozzetti si otterranno i valori di concentrazione risultati dai 
valori di Fm corretta. Si eseguirà poi il calcolo delle rispettive medie e deviazioni standard. 
- Tale procedura va effettuata ogni volta che si effettua un’analisi di crescita al PAM ed i 
valori medi di concentrazione ottenuti alla fine sono quelli che verranno poi diagrammati in 
funzione del tempo per la creazione delle curve discrete di crescita. 
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Figura C.3  Schematizzazione della procedura di correzione relativa ad un pozzetto e ad un 
flusso luminoso specifico. Eseguita per ciascun pozzetto, con flusso luminoso fissato, si 
eseguono medie e deviazioni standard sui valori di concentrazione ottenuti.  







Al fine di non rendere troppo voluminoso il capitolo 5 riguardante i risultati ottenuti, si sono 
raccolte le rappresentazioni grafiche delle curve di crescita in questa appendice. 
Questa parte è così strutturata: 
 
Parte 1: curve di crescita 
- Appendice D.1: grafici fittati della prova di crescita di riferimento con  Nannochloropsis 
gaditana (§ 5.3.1); confronto tra modello logistico e modello lineare. 
- Appendice D.2: grafici fittati della prova di crescita di Nannochloropsis gaditana monitorata 
nel tempo a partire da microalghe già acclimatate ai flussi luminosi di crescita (§ 5.4.1.1). 
- Appendice D.3: grafici fittati della prova di crescita di Nannochloropsis gaditana partendo 
da microalghe acclimatate a media luce e monitorate nel tempo a flussi luminosi a LL, ML 
ed HL (§ 5.4.1.2). 
Parte 2: confronto tra microalghe acclimatate e non acclimatate ai flussi luminose di crescita 
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PARTE 1: CURVE DI CRESCITA 
 
D.1 Grafici fittati della prova di riferimento 
In questa sezione si vogliono raccogliere i confronti grafici tra i modelli utilizzati per il fitting delle 
curve di crescita: il modello logistico (Eq. 5.1) ed il modello lineare, rispettivamente situati nei 
grafici di sinistra e di destra. Si ricorda che le seguenti curve sono state ottenute secondo la 
configurazione di figura 4.15, valida anche per la taratura. 
 
 
Figura D.1.a  Inoculo iniziale: 3.125∙103 cells/μL; 60 μE m-2 s-1. 
 
Figura D.1.b  Inoculo iniziale: 4.063∙103 cells/μL; 60 μE m-2 s-1. 
 




Figura D.1.c  Inoculo iniziale: 5.281∙103 cells/μL; 60 μE m-2 s-1. 
 
Figura D.1.d  Inoculo iniziale: 6.866∙103 cells/μL; 60 μE m-2 s-1. 
 
Figura D.1.e  Inoculo iniziale: 8.925∙103 cells/μL; 60 μE m-2 s-1. 
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Figura D.1.f   Inoculo iniziale: 1.160∙104 cells/μL; 60 μE m-2 s-1. 
 
Figura D.1.g  Inoculo iniziale: 1.508∙104 cells/μL; 60 μE m-2 s-1. 
 
Figura D.1.h  Inoculo iniziale: 1.961∙104 cells/μL; 60 μE m-2 s-1. 




Figura D.1.i   Inoculo iniziale: 2.549∙104 cells/μL; 60 μE m-2 s-1. 
 
Figura D.1.j   Inoculo iniziale: 3.314∙104 cells/μL; 60 μE m-2 s-1. 
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D.2 Grafici relativi all’interpolazione dei dati sperimentali delle curve di crescita di Nannochloropsis 
gaditana acclimatata (§ 5.4.1.1). 
 
Figura D.2.1  Fitting dei dati sperimentali col modello logistico relativo alla crescita di Nannochloropsis gaditana acclimatata.  
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D.3 Grafici relativi all’interpolazione dei dati sperimentali delle curve di crescita di Nannochloropsis 
gaditana non acclimatata (§ 5.4.1.2). 
 
 
Figura D.3.1   Fitting dei dati sperimentali col modello logistico relativo alla crescita di Nannochloropsis gaditana non acclimatata. I valori discreti di 
concentrazione sono stati ottenuti attraverso la sola applicazione della taratura a 60 μE m-2 s-1. 










PARTE 2: CONFRONTO TRA MICROALGHE PRE-ACCLIMATATE E NON 
PRE-ACCLIMATATE 
  





Figura D.4.1  Confronto complessivo tra curve di crescita ottenute dalla prova “acclimatata” e “non acclimatata” alle diverse intensità luminose alle quali la 
crescita è stata condotta. 
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Figura D.4.2   Confronto complessivo tra curve di quenching non-fotochimico della prova “acclimatata” e “non acclimatata” alle diverse intensità luminose 
alle quali la crescita è stata condotta. 





Figura D.4.3  Confronto complessivo tra curve di resa quantica del PSII ottenute dalla prova “acclimatata” e “non acclimatata” alle diverse intensità 
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